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Résumé 
 
La leptospirose est une zoonose à distribution mondiale dont la prévalence chez le chat varie 
géographiquement de 4.8% à 35%.
 Bien que l’exposition féline à Leptospira spp. soit 
rapportée dans des études sérologiques, les conséquences cliniques de cette maladie chez le 
chat sont peu connues. Le but principal de cette étude était de comparer le statut sérologique et 
de porteur (PCR urinaire) de Leptospira spp. entre des chats sains et des chats atteints de 
maladie rénale (insulte rénale aigue et maladie rénale chronique de stades IIb, III et IV).  
Une étude préliminaire pour valider la sensibilité et la spécificité analytiques de la PCR de 
Leptospira spp. réalisée par le Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de la FMV sur l’urine de 
chat a été effectuée. La validation in vitro a démontré que la technique de PCR est efficace 
pour déterminer la présence de leptospires pathogènes dans l’urine du chat. 
Dans le cadre de l’étude principale, 251 chats ont été recrutés entre janvier 2010 et mars 
2012,. De ceux-ci, 240 ont été inclus et divisés en 2 groupes (chats sains (C=125) et chats 
atteints de maladie rénale (MR=115) en se basant sur un examen physique ainsi que sur des 
résultats d’hématologie, de biochimie et d’analyse d’urine. Tous les chats recrutés ont 
également été examinés sérologiquement par test de micro-agglutination pour la présence 
d’anticorps contre Leptospira spp. (résultat considéré positif si ≥1 :100) et par PCR pour la 
présence de Leptospira spp. dans l’urine. 
Le pourcentage prédit de séropositivité pour Leptospira spp. était significativement plus élevé 
chez les chats atteints de maladie rénale (13,7%) que chez les chats sains (5%) (p=0,02). Les 
sérovars impliqués étaient Pomona (n=16), Bratislava (n=8) et Grippotyphosa (n=1). De plus, 
les chats séropositifs pour Pomona présentaient des titres significativement plus élevés que 
pour les autres sérovars (p=0,04). L’excrétion de Leptospira spp. a été confirmée par PCR 
dans l’urine de huit chats. Des 26 chats séropositifs, quatre (C=2, MR=2) se sont également 
révélés PCR positifs. La prévalence a été plus élevée chez les chats du groupe MR (5.3%; 
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6/113) lorsque comparée à celle du groupe C (1.6%; 2/125), mais cette différence ne s’est pas 
révélée statistiquement significative (C=0,9% , MR= 5,5% ; p = 0,09).  
L’âge, le sexe et le milieu de vie (urbain versus rural) n’ont pas influencé le statut sérologique 
ou d’excrétion pour Leptospira spp. Le pourcentage prédit de séropositivité était 
significativement plus élevée chez les chasseurs (p<0.01) et pendant les mois de juin à août 
(p=0.02). La présence d’un autre chat à la maison a également significativement augmenté ce 
pourcentage (p<0.01), mais la présence d’un chien ne l’a pas influencé. Lors de l’évaluation 
du PCR par le modèle GGE, seules les variables « contact avec raton laveur » et « contact 
avec mouffettes » sont ressorties statistiquement significatives (p≤0.03).   
Le rôle que joue Leptospira spp. comme agent étiologique de maladie rénale chez le chat 
demeure incertain. Toutefois, la différence significative de statut sérologique entre les chats 
sains et les chats atteints de maladie rénale suggère que la leptospirose pourrait être une cause 
sous-diagnostiquée de maladie rénale chez cette espèce. Dans cette étude, plusieurs porteurs 
asymptomatiques ont été identifiés, ce qui suggère que l’espèce féline puisse être un acteur 
sous-estimé dans la transmission de la bactérie aux humains. 
 
Mots-clés: Leptospirosis, Maladie rénale, chats, MAT, PCR. 
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Abstract 
 
Leptospirosis is a globally widespread zoonosis, with prevalence in cats varying from 8.8% to 
35% depending on geographical localization.
 
Although serologic evidence of feline exposure 
exists, clinical disease is rarely reported.  
This study aimed to compare seropositivity and urinary PCR status for Leptospira spp. 
between healthy cats (H) and cats with kidney disease (KD: acute kidney injury (AKI) and 
chronic KD stages IIb, III and IV).  
The analytical sensitivity and specificity of the PCR performed by the Laboratoire de 
Diagnostic Moléculaire of the FMV were evaluated. In vitro validation showed that the PCR 
technique is effective for determining the presence of pathogenic leptospires in the urine of 
cats. 
A total of 251 cats were recruited, from which 240 cats were enrolled. Cats were enrolled from 
January 2010 to March 2012 and divided into two groups, H (n=125) and KD (n=115), based 
on complete blood count, serum biochemistry profile and urinalysis. Leptospira spp. serology 
by microscopic agglutination test (titers ≥ 1:100 considered positive) and urinary PCR were 
performed in all cats. 
Predicted seropositivity for Leptospira spp. was statistically different between groups; being 
5% and 13,7% in the H and KD groups respectively (p=0.02).  Serovars involved were 
Pomona (n=16), Bratislava (n=8) and Grippotyphosa (n=1), with titers being significantly 
higher for Pomona (p=0.04). The excretory status was confirmed by a positive urine PCR in 
eight cats. Of the 26 seropositive cats, four (H=2, KD=2) were also PCR positive. The 
prevalence of PCR positive cats was higher in the KD group (5.3%; 6/113) compared with the 
H group (1.6%; 2/125), but the difference between groups did not reach statistical significance 
(0.9% in H, 5.5% in KD; p=0.09). 
Age, sex and rural versus urban environment did not influence serologic or PCR status for 
Leptospira spp. Predicted seropositivity was greater between June and August (p =0.02) and in 
known hunters (p<0.01). The presence of another cat at home also increased significantly the 
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predicted seropositivity (p<0.01), although the presence of a dog did not. When evaluating the 
PCR status of cats in the GEE model for individually tested variables, only the variables 
“contact with raccoons” and “contact with skunks” were statistically significant (P ≤  .03).  
Although the precise role of Leptospira spp. as an etiologic agent of feline KD remains 
unclear, the significant difference in the serologic status found between H and KD cats 
suggests that it may be an under-diagnosed cause of KD in cats. Several asymptomatic carriers 
were identified, suggesting that cats could be underestimated players in the transmission of the 
bacteria to humans. 
Keywords: Leptospirosis; Kidney disease; Feline; MAT; PCR. 
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La leptospirose est une maladie zoonotique ré-émergente à distribution mondiale causée par 
des spirochètes pathogènes du genre Leptospira. Toujours d’actualité, la leptospirose a été 
étudiée en détails chez l’espèce canine, tant au niveau de la médecine thérapeutique que 
préventive. À l’opposé, l’implication de Leptospira chez le chat demeure obscure. Bien que 
plusieurs études de séroprévalence aient été publiées, le rôle de la leptospirose dans 
l’évolution de la maladie rénale et/ou hépatique chez le chat est peu connu. En fait, des tests 
spécifiques pour diagnostiquer les infections à Leptospira spp. sont rarement effectués par les 
vétérinaires, puisque cette bactérie est peu reconnue comme agent causal de maladie chez le 
chat. 
À première vue, l’espèce féline semble résistante à la maladie, autant suite à une exposition 
naturelle qu’expérimentale. De plus, peu d’information est disponible sur la signification 
clinique de la présence dans le sérum des anticorps contre la leptospirose chez le chat.  La 
description de quelques cas cliniques révèle que les leptospires peuvent tout de même être 
pathogènes pour le chat, causant principalement des dommages rénaux et hépatiques. 
D’ailleurs, une étude française a démontré une séroprévalence pour la leptospirose 
significativement plus élevée chez des chats atteints d’un syndrome polyurique-polydipsique 
(PU/PD) que dans une population contrôle de chats sains. Enfin, trois cas cliniques de  
leptospirose associée à une atteinte rénale ont été rapportés chez le chat au Québec 
récemment. Nous avons donc été incités à investiguer son implication clinique chez cette 
espèce. 
Ainsi, le but principal de cette étude était de comparer la séroprévalence pour Leptospira spp. 
et l’excrétion urinaire de Leptospira spp. par PCR entre des chats sains et des chats atteints de 
maladie rénale au Québec. 
Dans un premier temps, une recension des écrits sur la leptospirose en général, puis plus 
spécifiquement sur la leptospirose féline, est présentée. Dans un deuxième temps, vous 
trouverez une étude préliminaire sous forme d’article scientifique portant sur la validation du 
test de PCR pour la leptospirose sur l’urine de chats, tel qu’effectué par le Laboratoire de 
Diagnostic Moléculaire de la Faculté de médecine vétérinaire de l’Université de Montréal. Par 
la suite, l’étude principale est insérée sous forme d’article scientifique. Finalement, le dernier 
  
3 
 
chapitre contient une discussion de nos résultats de recherche, ainsi que la conclusion de notre 
étude.
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapitre 1. Revue de la littérature 
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1 La leptospirose 
1.1 Historique et classification 
 
La leptospirose est une maladie bactérienne mondialement reconnue, qui affecte de 
nombreuses espèces de mammifères incluant l’humain. Elle est considérée comme la zoonose 
la plus répandue dans le monde. [1, 2] Mis à part les problèmes de santé humaine, elle est 
source d’importantes pertes économiques dans les élevages. [2-4] Chez l’humain, la 
leptospirose a été décrite pour la première fois en 1886 [5], bien que les leptospires pathogènes 
aient été isolées pour la première fois, et de façon simultanée, en 1915 en Allemagne et au 
Japon. [2] Par la suite, plusieurs études expérimentales menées par le groupe de recherche 
japonais ont permis d’établir la morphologie et les principaux mécanismes d’action de la 
bactérie, ainsi que le rôle du rat comme réservoir. [6] Chez le chien, la maladie a été reconnue 
dès 1933. [7] En 1938, l’infection chez le chat et le portage rénal sont finalement décrits pour 
la première fois. [8] 
La leptospirose est causée par une bactérie gram négatif pathogène qui appartient au genre 
Leptospira. Ce dernier appartient à la famille Leptospiraceae et à l’ordre spirochaetales. Les 
bactéries du genre Leptospira mesurent de 6 à 12 micromètres de long et 0.1 micromètres de 
large. La bactérie est spiralée, flexible, mobile, avec des extrémités en crochet et un flagelle 
périplasmique. [9, 10] 
Avant 1983, la classification était basée uniquement sur des critères sérotypiques définis par le 
test de micro-agglutination (MAT). Ce dernier permettait de répartir les souches de leptospires 
en plusieurs sérovars, eux-mêmes regroupés en deux espèces : l’espèce Leptospira interrogans 
comprenant tous les sérovars pathogènes et l’espèce Leptospira biflexa comprenant les 
sérovars non pathogènes. [11] Dans les dernières années, l'utilisation de différentes techniques 
comme l’hybridation, l’électrophorèse en champ pulsé, l’amplification génétique et la 
comparaison de séquences partielles des ARN ribosomaux 16S a donné lieu à une nouvelle 
classification basée sur la génomique. Celle-ci a permis de reconnaître 20 espèces ou  
  
6 
 
« genomospecies », où les sérogroupes sont formés par la réunion des sérovars 
antigéniquement rapprochés. Actuellement, plus de 300 sérovars de leptospires distincts sont 
reconnus et regroupés en 20 espèces. Six espèces sont saprophytes, neuf espèces sont 
pathogènes et cinq espèces sont dites intermédiaires, puisque leur virulence n’a pas été 
démontrée expérimentalement. (Tableau I) [2, 12-14] 
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Tableau I. Souches de référence de l’Institut Pasteur pour les 20 espèces décrites à ce jour 
dans le genre Leptospira spp.  
Espèces Sérogroupes Sérovars Souches 
 
Pathogènes 
   
L. interrogans Icterohaemorrhagiae Copenhageni Fiocruz LI-130 
L. kirschneri Grippotyphosa Grippotyphosa Moskva V 
L. noguchii Panama Panama CZ 214 K 
L. borgpetersenii Sejroe Sejroe M84 
L. weilli Celledoni Celledoni Celledoni 
L. santarosai Tarassovi Atlantae LT81 
L. alexanderi Manhao Manhao 3 L 60 
L. alstonii ND Sichuan 79,601 
L. kmetyi ND ND Bejo-Iso 9 
 
Intermédiaires 
   
L. wolffii ND ND Korat-H2 
L. licerasiae ND Varillal VAR010 
L. inadai Tarassovi Kaup LT64-68 
L. fainei Hurstbridge Hurstbridge BUT6 
L. broomii Undesignated ND 5399 
 
Saprophytes 
   
L. wolbachii Codice Codice CDC 
L. meyeri Semaranga Semaranga Veldrat 
L. biflexa Semaranga Patoc Patoc 1 
L. vanthielii Holland Holland WaZ Holland 
L. terpstrae ND ND LT 11-33 
L. yanagawae Semaranga Saopaulo Sao Paulo 
Tableau tiré de Picardeau, 2013. N.D. : Non déterminé. 
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À titre de référence, les sérovars les plus fréquemment observés dans les cas de leptospirose 
canine sont : Canicola, Icterohaemorrhagiae, Grippotyphosa, Pomona, et Bratislava. (Tableau 
II) [9, 15, 16] 
 
Tableau II. Sérogroupes et sérovars isolés chez des chiens atteints de leptospirose (infection 
naturelle ou inoculation expérimentale) 
Espèce Sérogroupes Sérovars Pays 
L. interrogans Icterohaemorrhagiae Icterohaemorrhagiae États-Unis, France 
 Canicola Canicola Inde, États-Unis 
 Pomona Pomona États-Unis 
 Australis Bratislava États-Unis 
 Sejroe ND Allemagne 
 Autumnalis Autumnalis Inde, France 
 Djasiman Buenos Aires Argentine 
 Ballum Ballum États-Unis 
L. kirschneri Grippotyphosa Grippotyphosa États-Unis 
L. noguchii Australis ND Brésil 
Tableau tiré de Sykes et al, 2011. N.D. : Non déterminé. 
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1.2 Épidémiologie 
 
1.2.1 Voies de transmission 
 
La leptospirose est transmise par contact direct ou indirect. La transmission directe se produit 
par le contact avec les urines et les secrétions d’animaux infectés, puis la pénétration de la 
bactérie à travers la peau et les muqueuses. La transmission indirecte se fait par contact avec 
l’eau, le sol ou les aliments contaminés par l’urine d’animaux infectés. Les eaux et les sols 
souillés par les urines des animaux infectés, souvent celles des rats, assurent la survie et la 
dissémination des leptospires et constituent le principal mode d’infection. [9]  Les produits 
d’avortements causés par la leptospirose sont aussi une source de contamination. [17] 
Finalement, les carcasses d’animaux morts peuvent également être une source d’infection, 
puisque les leptospires peuvent y survivre pendant 9 à 12 jours. [2, 18] 
Les leptospires sont incapables de se multiplier dans l’environnement. Par contre, avec des 
conditions environnementales favorables, elles peuvent survivre plusieurs semaines [2, 19], et 
même jusqu’à 6 mois si le sol est saturé d’urine. [2, 9, 19] Les températures ambiantes 
comprises entre 0 et 25
o
C favorisent la survie des leptospires, alors que la congélation diminue 
nettement leur survie et les rayons ultraviolets les inactivent. D’ailleurs, l’augmentation de 
l'incidence de la leptospirose chez le chien en fin d'été et au début de l’automne aux États-Unis 
et au Canada est bien documentée. [20-23] 
 
1.2.2 Réservoirs 
 
Chaque sérovar a pour hôte une ou plusieurs espèces animales, et chaque espèce animale peut 
être l’hôte de plusieurs sérovars, parfois de façon transitoire. Le réservoir primaire est 
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constitué par les rongeurs, en particulier les rats, mais la plupart des mammifères domestiques 
(e.g. bovins, équins et porcins) et sauvages peuvent jouer ce rôle. Les animaux réservoirs sont 
porteurs d’un ou plusieurs sérovars spécifiques auxquels ils sont peu sensibles, i.e. qu’ils ne 
développent habituellement pas la maladie ou du moins, se limitent à une forme chronique. 
[24] Par exemple, Pomona est trouvé chez les bovins et les porcins; Grippotyphosa et Hardjo 
sont associés aux bovins; Ballum et Icterohaemorrhagiae sont associés aux rats et aux souris; 
et Canicola est associé aux chiens (Tableau III). Tous les animaux infectés ont le potentiel de 
disséminer des leptospires dans leur urine, ce qui constitue la source la plus importante de ces 
bactéries pathogènes dans l’environnement. 
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Tableau III. Leptospirose: hôtes primaires et accidentels des sérovars les plus communs. 
Sérovars Hôtes primaires 
(réservoir) 
Hôtes accidentels 
Animaux 
domestiques et 
humains 
Animaux sauvages 
L. interrogans sensu stricto 
Autumnalis Souris Chien, humain, 
vache. 
Rat, raton laveur, 
opossum 
Bataviae Chien, rat, souris. Chien, chat, 
humain, vache. 
Hérisson, campagnol, 
armadillo, 
musaraigne, léopard. 
Bratislava Rat, porc, cheval. Chien, humain, 
vache, cheval. 
Souris, raton laveur, 
opossum, campagnol, 
renard, moufette, 
nutria.  
Canicola Chien Chien, chat, 
humain, vache, 
cheval, porc. 
Rat, raton laveur, 
armadillo, mangouste, 
nutria, campagnol, 
chacal, moufette. 
Ictérohaemorrhagiae  Rat    Chien, chat, 
humain, vache, 
cheval, porc. 
Souris, raton laveur, 
opossum, renard, 
marmotte, singe, 
moufette. 
Hardjo Vache Chien, humain, 
porc, cheval, 
mouton. 
Bovins sauvages. 
Pomona  Vache, porc, moufette, 
opossum. 
Chien, chat, 
humain, cheval, 
mouton, chèvre, 
lapin. 
Souris, raton laveur, 
loup, renard, lion de 
mer, chevreuil. 
L. kirshneri 
Grippotyphosa Campagnol, raton 
laveur, moufette, 
opossum. 
Chien, chat, 
humain, vache, 
mouton, chèvre, 
lapin, gerbille. 
Souris, rat, renard, 
écureuil, lynx, 
musaraigne, rat 
musqué, belette, 
taupe, léopard. 
D’après les données de Greene, 1998 ; Stokes, 2004 et John  K, 2004  
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1.2.3 Situation épidémiologique 
 
L’épidémiologie varie d’une zone géographique à une autre, selon l’écosystème et les 
conditions de vie. Ainsi, la leptospirose a une distribution mondiale, mais son incidence est 
plus élevée dans les régions tropicales que dans les régions tempérées. [25]  
Plusieurs rapports de l’Organisation mondiale de la santé (OMS) [26-29] démontrent l'aspect 
émergent de la leptospirose. Ceci est principalement dû aux changements climatiques 
(réchauffement de la planète et phénomènes climatiques extrêmes) et aux variations 
démographiques (accroissement constant de la population vivant dans des bidonvilles). Les 
données épidémiologiques, à la fois pour les humains et pour les animaux, demeurent toutefois 
limitées. [12] De plus, l’existence de porteurs asymptomatiques rend l’épidémiologie de la 
leptospirose très complexe. 
 
1.2.3.1 Leptospirose humaine 
 
La leptospirose est un problème de santé publique dans plusieurs pays d'Amérique latine, de 
l’Océanie, des Caraïbes et d'Asie du Sud-Est. [12, 30] De plus, la prévalence est élevée dans 
les régions du Pacifique, de l’Australie, de l’Océan Indien (sauf Madagascar) et d’Amérique 
Centrale. Par contre, en Europe,  elle est modérée. [31] En 1999, l’OMS estimait à plus de 500 
000 le nombre de cas sévères de leptospirose annuellement dans le monde, avec un taux de 
mortalité supérieur à 10 %. [26] En 2010, l’OMS estimait à 0,1 à 1 par 100 000 habitants 
l’incidence annuelle de la leptospirose dans les régions tempérées, et à 10 par 100 000 
habitants dans les régions tropicales. [32]  
En Amérique du Nord, la leptospirose n’est pas considérée endémique, ce qui explique 
probablement le peu de données épidémiologiques sur l’ensemble de la population. En fait, 
moins de 100 cas ont été rapportés entre 1984 et 1994 aux États-Unis d’après le centre 
d’information sur la leptospirose. Au Canada, la leptospirose est une maladie à déclaration 
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obligatoire depuis 2003, mais les cas déclarés sont sporadiques. Par exemple, des études 
effectuées au Québec chez des communautés cries ont démontré des séroprévalences variables 
selon la région, par exemple 14% au Mistissini et 23% à la Baie-James. [33-35] Les activités 
de chasse et de trappe ressortent comme un facteur de risque dans ces études. En fait, les 
trappeurs constituent une population à risque pour les maladies zoonotiques. Au Québec, une 
étude publiée en 1995 a révélé une séroprévalence de 5% chez un groupe de 165 trappeurs. 
[36]  Seulement un cas de transmission du chien à l’humain est rapporté au Québec.[37] 
Plusieurs facteurs de risque ont été identifiés chez l’humain, incluant les changements 
climatiques, les inondations, des conditions sanitaires déficientes et la présence d’un nombre 
élevé de réservoirs (rats).[38] Ainsi, le nombre de cas de leptospirose humaine est maximal 
pendant la saison des pluies. Dans les régions susceptibles aux inondations, la leptospirose 
peut prendre des proportions épidémiques. Au cours de la dernière décennie, l’observation 
d’épidémies de leptospirose suivant des inondations au Guyana, en Inde, au Kenya, en 
République démocratique populaire du Laos, en Nouvelle-Calédonie, au Nicaragua, aux 
Philippines et en Thaïlande a confirmé la présence d’un lien étroit entre la leptospirose et les 
événements climatiques extrêmes. [29]  
La leptospirose est considérée comme une maladie professionnelle; les infections chez les 
agriculteurs, les vétérinaires, les travailleurs des abattoirs et les inspecteurs de viande se 
produisent par contact direct avec les animaux infectés. [2] Malgré le risque d’infection connu 
chez le vétérinaire, peu d’études ont été réalisées. Le risque de transmission pour les 
vétérinaires des animaux de consommation a bien été documenté [39, 40], mais moins chez les 
vétérinaires des animaux de compagnie. [41, 42] Ainsi, l’incidence et la prévalence de la 
maladie dans cette population demeurent incertains. Toutefois, une étude récente réalisée aux 
États-Unis chez 511 vétérinaires assistant à la convention annuelle de l’American Veterinary 
Medical Association a démontré une séroprévalence de 2.5%. [43]  La transmission aux 
propriétaires d'animaux a également été rapportée. [2] Toutefois, une étude évaluant la 
séroprévalence pour Leptospira spp. chez des propriétaires de chiens séropositifs n’a identifié 
aucun humain positif. [44]  
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En plus de certains professionnels, les gens impliqués dans certaines activités récréatives sont 
également à risque. En effet, des épisodes sporadiques de leptospirose, en association avec des 
activités sportives aquatiques, ont été observés dans des régions où la maladie est peu 
fréquente comme l’Amérique du Nord et l’Europe. [30, 45-47]  
 
1.2.3.2 Leptospirose chez les animaux 
 
1.2.3.2.1 Faune sylvestre 
 
La leptospirose a été trouvée chez la quasi totalité des mammifères étudiés, i.e. près de 160 
espèces de mammifères à l'échelle mondiale. [1] Tel que mentionné précédemment, la faune 
sauvage représente un réservoir primaire important pour la leptospirose. [48, 49] Selon les 
auteurs de cette étude, le taux d’infection des rats par les leptospires est variable. Au Canada, 
par exemple, il est estimé entre 0 et 66,7 %, [50] et au Brésil, à 36 %. [51] Les rongeurs sont 
des vecteurs connus et des réservoirs asymptomatiques des leptospires.[27]  Des études faites 
au Canada et aux États-Unis montrent que les moufettes et les ratons laveurs sont aussi des 
réservoirs primaires importants. [49, 52, 53] Au Québec une enquête sérologique faite par le 
MAPAQ en 2007 a démontré une séroprévalence importante chez les ratons laveurs (56,1%) 
et les moufettes (25%) dans le sud de la Montérégie, principalement pour les sérovars 
Grippotyphosa, Automnalis, Pomona et Bratislava. [54] 
 
1.2.3.2.2 Animaux présentant une manifestation clinique 
 
Ici et au travers de la recension de littérature de la maîtrise, nous avons choisi d’élaborer 
spécifiquement sur le chien, les bovins et les équins, parce qu’il s’agit des animaux chez qui la 
maladie clinique se manifeste et est rapportée. 
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Chez le chien, le nombre de cas de leptospirose au Canada a augmenté dans la dernière 
décennie. [42, 55] Au Québec, le nombre de chiens séropositifs a atteint un sommet au cours 
de l’année 2007. [37] En 2002, une étude rétrospective menée aux États-Unis et au Canada 
démontrait déjà une augmentation légère de la prévalence entre 1983 et 1998. [56] Dans cette 
étude, beaucoup de facteurs confondants entraient en jeu, à savoir :  l’augmentation de contact 
avec la faune sylvestre, les nouvelles procédures diagnostiques et la diminution de la 
vaccination à cause de réactions adverses.  
Plusieurs facteurs de risque ont été identifiés chez le chien. Comme chez l’humain, la 
saisonnalité de la maladie est très marquée dans les zones tempérées, avec une recrudescence à 
l’automne, liée à la chaleur et aux précipitations.[57] Toutefois, les variations climatiques 
annuelles et mensuelles suggèrent une exposition potentielle à l’année longue. [58] Ainsi, 
Ward et al ont constaté une incidence plus marquée aux États-Unis entre août et novembre, 
attribuée principalement aux baignades plus fréquentes des chiens. [23] Les chiens de chasse 
sont également plus à risque, car ils sont fréquemment en contact avec des plans d’eau en 
automne. [56] Finalement, les chiens mâles sont possiblement plus à risque que les femelles,  
ainsi que les chiens âgés de 4 à 10 ans par rapport aux chiens de moins d’un an. [56, 58, 59] 
Chez les bovins, la séroprévalence est variable selon la région géographique. [31, 60-64] 
L’impact économique chez les éleveurs bovins est d’importance en considérant la baisse de la 
production laitière et les avortements associés à la maladie. Les cas d’avortement et de stérilité 
sont associés principalement aux sérovars Pomona et Hardjo pour cette espèce. [63, 65, 66] 
Au fil des années, quelques facteurs de risque ont été identifiés. Premièrement, Prescott et al a 
démontré une augmentation de la séroprévalence à Hardjo et Pomona avec l’âge. [63] 
Deuxièmement, le co-pâturage avec d’autres espèces, principalement les porcins, a été 
incriminé au Brésil. [65] Finalement, l’association entre les précipitations et l’augmentation 
des cas de leptospirose a aussi été suggérée. [67]  
Les bovins peuvent également devenir des porteurs chroniques du sérovar Hardjo et ainsi 
servir de réservoirs pour l'infection d'autres bovins et d’humains. Par exemple, une étude 
réalisée en Irlande a isolé le sérovar Hardjo à partir de prélèvements rénaux chez 57 vaches 
examinées sur 200. [68]  
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Des enquêtes sérologiques réalisées au Canada, aux États-Unis, en Australie et en Italie 
suggèrent que les infections à leptospires sont fréquentes chez les équins, avec des 
séroprévalences qui varient entre 1,5% et 28,6 %. [69-73] La séroprévalence augmente avec 
l’âge [73, 74] et avec l’accès à l’extérieur. [74] 
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1.3 Physiopathologie 
 
1.3.1 Les étapes de l’infection 
  
La physiopathologie de la leptospirose est classiquement décrite en trois phases. Tout d’abord, 
il y a une phase d’invasion au cours de laquelle les bactéries pénètrent l’organisme. Durant la 
phase de dissémination, les leptospires vont passer dans le compartiment vasculaire où elles 
vont se multiplier et migrer dans les organes cibles (foie, reins) pour continuer à s’y multiplier. 
Éventuellement, dans une troisième phase, elles seront excrétées dans l’environnement, 
principalement via l’urine. [2] 
 
1.3.1.1 Phase d’invasion de l’hôte 
 
La phase d’invasion ou de contamination commence quand les leptospires pénètrent 
l’organisme, soit suite à un contact direct ou indirect. Les bactéries entrent ainsi dans le corps 
principalement par la peau lésée ou par les muqueuses, telles la conjonctive ou les voies 
digestives. [75] Dans le système digestif, la pénétration se produit probablement au niveau de 
la muqueuse buccale ou œsophagienne, car les leptospires ne peuvent survivre dans un 
environnement acide. Les leptospires peuvent aussi traverser la peau saine et leur mobilité 
contribue à leur diffusion dans les tissus. Il n’y a pas d’afflux de cellules inflammatoires au 
niveau de la voie d’entrée de la bactérie. [76] 
Après avoir traversé la barrière muco-cutanée, les leptospires gagnent l’espace vasculaire qui 
constitue un milieu propice à leur multiplication. 
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1.3.1.2 Phase de dissémination 
 
L’étendue des dommages au niveau des organes internes dépend de la virulence de la souche, 
mais également de la susceptibilité génétique de l’hôte. Ainsi, la maladie chez l’hôte primaire 
est habituellement plus chronique ou asymptomatique avec une faible réponse immunitaire, 
tandis que chez l’hôte accidentel, la maladie a tendance à être aigue et sévère, avec une 
production très marquée d’anticorps. [2, 15] 
Pendant cette phase, la leptospirémie est variable et perdure de 4 à 12 jours suite à l’exposition 
initiale. [77] Les leptospires non virulentes peuvent être lysées par le système 
anticorps/complément. Par contre, les souches virulentes peuvent échapper au système 
immunitaire. [77] 
La septicémie produite pendant cette phase permet la dissémination des bactéries dans les 
organes cibles (i.e. les reins, le foie et les poumons), provoquant la symptomatologie 
classique. Initialement, les leptospires vont diffuser principalement vers le foie et les reins, 
bien que les poumons, les organes génitaux, le tube digestif, le système nerveux central et 
oculaire peuvent également être infectés. L'insulte rénale aiguë (IRA) est fréquente puisque la 
colonisation rénale survient chez la majorité des animaux infectés. En fait, l'organisme se 
réplique et persiste dans les cellules épithéliales des tubules rénaux, et ce même en présence 
d'anticorps neutralisants.  
L’adhésion des leptospires aux cellules est primordiale pour la colonisation des tissus de 
l’hôte, mais les mécanismes qui permettent cette étape ne sont pas encore reconnus. [78, 79] 
Les protéines membranaires joueraient un rôle important en permettent aux leptospires de 
s’attacher à la fibronectine et au collagène de l’hôte. [2] La pénétration intra-cellulaire des 
leptospires a été démontrée in vivo dans le foie et le rein, ce qui explique les phénomènes 
d’échappement à la réponse immunitaire. [79] 
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1.3.1.3 Phase d’excrétion 
 
L’hôte devient excréteur lorsque les leptospires atteignent les cellules épithéliales des tubules 
rénaux. Une fois dans les tubules rénaux, les bactéries sont protégées des effets bactéricides 
des anticorps déjà en circulation et elles ne stimulent plus la production d'anticorps. Ceci 
explique que les animaux puissent être séronégatifs malgré une excrétion rénale confirmée. 
[80] 
 
1.3.2 Facteurs de virulence 
 
Le pouvoir pathogène des leptospires est associé à différents facteurs de virulence. Les 
mécanismes par lesquels les leptospires causent la maladie ne sont pas bien compris. Les 
toxines et les enzymes produites par les leptospires peuvent contribuer à leur pathogénicité. 
Les caractéristiques cliniques et pathologiques de l'infection suggèrent qu’une endotoxine, la 
lipopolysaccharide (LPS), stimule l'adhésion des neutrophiles et l'activation des plaquettes et 
est impliquée dans la réponse inflammatoire et les troubles de coagulation observés.  [15] 
Plusieurs laboratoires ont isolé des leptospires une substance ressemblant à une 
lipopolysaccharide, mais sa contribution à la pathogenèse de la leptospirose n’a pas été 
démontrée. [81] Des hémolysines, comme des sphingomyélinases, des porines, [82-84] et des 
lipases [85] ont été isolées chez certaines souches. [2] 
Chaque sérogroupe possède une virulence particulière pour chaque espèce animale. Les 
sérovars ayant une action hémolytique varient d’une espèce animale à l’autre. Par exemple, le 
sérovar Canicola est associé à une phospholipase C, [2] et aura une virulence proportionnelle à 
la concentration en phospholipides de la membrane érythrocytaire de l’hôte. La lyse des 
globules rouges entraîne des lésions au niveau des capillaires sanguins, provoquant ainsi des 
saignements et parfois des troubles de la coagulation (CIVD, hyperfibrinolyse et 
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thrombocytopénie). [9] La virulence des sérovars Pomona, Ballum, Hardjo et Tarassovi est 
associée à une sphingomyélinase. [2] 
En pratique, on associe sans confirmation bactériologique les phénomènes hémorragiques et 
l’ictère à Icterohaemorrhagiae et la néphrite à Canicola. Toutefois, les études cliniques chez le 
chien n’ont pas identifié d’association directe entre les systèmes affectés et les sérovars 
impliqués. [86] Par contre, il semble que lorsque l’animal est infecté par le sérovar 
Icterohaemorrhagiae, il finit souvent par développer une hépatonéphrite suraiguë ou aiguë. Si 
l’infection se fait par Canicola, les chiens développent plutôt une néphrite aiguë (Maladie de 
Stuttgard). [15, 87] 
 
1.3.3 Réponse immunitaire de l’hôte 
 
Parallèlement à cette infection tissulaire, une réaction immunitaire spécifique consistant en 
l’apparition d’anticorps de type IgG et IgM détectables une dizaine de jours suite à 
l’inoculation se développe. Cette réaction pourrait conduire à certains phénomènes comme 
l’anémie hémolytique auto-immunitaire, l’uvéite ou la néphrite interstitielle. [2] 
Dans certains cas, un taux très élevé d’IgM anti-leptospires peut provoquer une activation 
excessive du complément, causant une forte réaction inflammatoire caractérisée par une 
augmentation de la perméabilité vasculaire, de l’œdème interstitiel, de la diathèse 
hémorragique, une leucocytose lymphoplasmocytaire et possiblement une coagulation 
intravasculaire disséminée (CIVD). [15] 
Des travaux expérimentaux chez les singes ont mis en évidence une relation proportionnelle 
entre l’intensité des lésions tissulaires et la production d’anticorps. [88] De façon similaire, 
une étude rétrospective brésilienne chez l’humain a démontré que plus cette réponse 
immunitaire est intense et précoce, plus la maladie est grave.[89] 
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1.4 Présentation clinique 
   
La manifestation clinique de la maladie est extrêmement variable, étant sous l’influence de 
plusieurs facteurs : la pathogénicité de la souche, la dose infectieuse, la voie de pénétration, 
mais aussi l’espèce animale infectée, l’âge et l’immunité de l’hôte. [2, 90] Ainsi, l'infection 
peut être asymptomatique ou provoquer un syndrome clinique avec IRA, insuffisance 
hépatique et/ou troubles de la coagulation. 
La littérature est très abondante pour la description clinique de la leptospirose chez le chien. 
Puisque toutes les formes cliniques ont été décrites chez le chien, la manifestation de la 
maladie sera d’abord décrite chez cette espèce, suivi par les animaux de consommation, les 
équins et l’humain. La manifestation de la maladie chez le chat sera décrite la section de la 
revue de littérature traitant spécifiquement de cette espèce. 
 
1.4.1 Manifestation clinique chez le chien 
 
La leptospirose peut se présenter sous plusieurs formes : suraiguë, aiguë, subaiguë ou 
chronique.  
La forme suraiguë est rare et se manifeste par une leptospirémie massive, un état de choc et 
une mort subite avec  peu ou pas de signes cliniques spécifiques (hyperthermie, déshydratation 
rapide et troubles de la coagulation). [42] Les premiers signes cliniques lors de forme aiguë 
sont caractérisés par de la fièvre, des tremblements et de la faiblesse, puis peuvent se 
développer des vomissements, une déshydratation et un état de choc. [86, 90, 91]  La 
présentation aiguë peut également être caractérisée par de la tachypnée, un pouls rapide et 
irrégulier et une mauvaise perfusion capillaire. [15] La diathèse hémorragique est l’une des 
manifestations les plus typiques. [92] Les troubles de la coagulation et la fragilité vasculaire 
résultent en divers signes cliniques, e.g. de l’hématémèse, de l’hématochézie, du méléna, de 
l’épistaxis et des pétéchies généralisés. Lors de présentation aiguë, un chien sans traitement 
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peut mourir d’un choc endotoxique et d’hypothermie en moins de 24 heures. Le caractère 
fulgurant de cette forme ne laisse pas le temps à une atteinte hépatique ou rénale de s’installer. 
Heureusement, la présentation aiguë est rare chez le chien. 
La forme subaiguë est la forme la plus reconnue cliniquement. Le temps d’incubation est 
variable, mais dure en moyenne de trois à six jours. Les signes cliniques sont caractérisés par 
de la fièvre, de la prostration, des vomissements, de la diarrhée, de la déshydratation, de la 
polyurie, de la polydipsie, de l’oligurie et des symptômes hémorragiques tels que des  
pétéchies, du méléna, de l’épistaxis et de l’hématémèse. À l’examen physique, de la 
tachypnée, un pouls irrégulier et une diminution de la perfusion capillaire sont notés. De plus, 
des pétéchies peuvent être visibles au niveau des muqueuses cutanées, intestinales et/ou 
rétiniennes. La réticence à se déplacer due à des lésions musculaires est aussi observée. 
Le désordre clinique le plus fréquent est l’IRA, suivi par une atteinte hépatique. [21] En effet, 
la maladie rénale est observée chez la majorité des chiens. [20-22, 93] Elle peut se manifester 
par un syndrome PU/PD, puis progresser en oligurie et anurie. Une néphrite tubulaire peut être 
présente. Si le chien survit, la fonction rénale revient parfois à la normale après plusieurs 
semaines, mais l’atteinte peut être chronique.  L’atteinte hépatique se manifeste par de l’ictère 
10 jours après l’infection. Si le chien n’est pas traité à partir du moment où l’ictère et les 
hémorragies apparaissent, la maladie est habituellement fatale en trois à six jours. [20, 91] Une 
cholestase intrahépatique et une nécrose causée par l’inflammation hépatique peuvent 
conduire à une hépatite inflammatoire chronique ou à une fibrose hépatique.  
Des signes respiratoires, principalement de la dyspnée et de la toux, sont observés dans un 
faible pourcentage de la population canine. Une étude récente suggère la présence d’un 
syndrome hémorragique pulmonaire similaire à celui décrit chez l’humain. [94] Lors de 
nécropsie, les altérations pulmonaires sont associées à une hémorragie pulmonaire, 
probablement due à des lésions endothéliales et une vasculite. Les trouvailles histologiques 
incluent des hémorragies pulmonaires, de la congestion pulmonaire, de l’œdème et une 
bronchopneumonie. [21, 95, 96]  
La forme chronique est peu commune chez le chien et elle se caractérise par de l’ictère du à 
une hépatite progressive chronique, qui se développe en l’absence d’implication d’autres 
  
23 
 
organes. En plus de l’ictère, les principaux signes cliniques sont l’inappétence, la perte de 
poids, la diarrhée, l’ascite et un syndrome PU/PD. [9] L’uvéite chez le chien a aussi été 
observée. [97]  
Les formes sub-cliniques sont très fréquentes chez le chien. [98] Les chiens infectés peuvent 
être asymptomatiques de la maladie. Lorsqu’infectés avec Canicola, les chiens peuvent 
développer une néphrite chronique et devenir porteurs. [99, 100] 
 
1.4.2 Manifestation clinique chez les animaux de consommation 
 
Chez les animaux de consommation, bovins et porcins, les formes aigues sont rares, touchant 
plutôt les jeunes animaux.  La forme subaigüe se manifeste par des signes généraux discrets et 
des avortements fréquents. Elle peut aussi rester inapparente et mener à un état de porteur 
chronique. [65]  
La leptospirose bovine se manifeste le plus souvent sous forme subclinique, principalement 
par des troubles de la reproduction : avortements, mortinatalité, infertilité et augmentation de 
l’intervalle entre les vêlages. [65, 101] On note également une chute importante de la 
production laitière chez les bovins laitiers, connue sous le nom de « milk drop syndrome ». 
[102]  La sévérité de la maladie semble être liée à l’âge des animaux et à leur état immunitaire.  
 
1.4.3 Manifestation clinique chez les équins 
 
Chez les équins, la forme chronique est la plus commune. Les chevaux atteints présentent des 
troubles chroniques de la reproduction tels que des avortements, de la mortinatalité et des 
naissances prématurées. [72, 103] L’uvéite causée par la présence de leptospires et d’anticorps 
spécifiques dans les chambres oculaires a également été décrite cliniquement.[71, 104, 105] 
Contrairement à la plupart des autres espèces, la maladie rénale n’est que rarement observée, 
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mais quelques cas cliniques sont rapportés dans la littérature. [106-108] Une étude chez 4 
chevaux inoculés expérimentalement avec le sérovar Kennewicki [109] a démontré que la 
maladie clinique peut être bénigne ou inapparente, car seulement 2 chevaux ont présenté des 
signes cliniques, consistant seulement en de l’hyperthermie. Plus récemment, un syndrome 
hémorragique pulmonaire a été décrit chez des poulains au Brésil et en Belgique. [110, 111] 
 
1.4.4 Manifestation clinique chez l’humain 
 
Bien que souvent bénigne, la maladie chez l'humain, peut conduire à une maladie rénale et 
même à la mort dans 10 % des cas. [112] Les manifestations cliniques sont très variables, 
allant de signes non spécifiques (i.e. fièvre élevée, frissons, maux de tête, douleurs 
musculaires et articulaires diffuses) à des atteintes rénales, hépatiques, méningées ou 
pulmonaires. [2, 76]  Bien qu’aucun signe ne soit pathognomonique, l’existence d’un ictère 
conjonctival et de myalgies est particulièrement évocatrice. Les formes graves (ictéro-
hémorragique ou maladie de Weil) associent une IRA, une atteinte neurologique (convulsions, 
coma), des hémorragies plus ou moins sévères (pulmonaires, digestives) et une pneumonie 
interstitielle caractérisée par de la congestion et de l’œdème pulmonaire. [112]  La 
convalescence est longue, mais généralement sans séquelle. Des complications oculaires 
(uvéite, kératite) tardives peuvent toutefois survenir.[113].  
 
1.4.5 Trouvailles de laboratoire 
  
L’hématologie est principalement caractérisée par une leucocytose et une trombocytopénie, 
cette dernière étant présente chez plus de 58% des chiens.[93, 114]  La leucopénie est 
habituellement présente durant la phase leptospirémique. Chez les  animaux souffrant de 
maladie rénale, l’augmentation de l’urée et de la créatinine varie selon la sévérité de la 
maladie. Les changements électrolytiques tels l’hypocalcémie, l’hyponatrémie, 
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l’hypokaliémie, l’hyperphosphatémie et l’hypochlorémie varient selon le degré de maladie 
rénale et/ou gastro-intestinale. L’hyperkaliémie est rencontrée dans les cas d’anurie terminale.  
[15, 90] Chez les animaux avec atteinte hépatique, l’élévation des enzymes hépatiques (i.e. 
ALT, ALP, AST) et de la bilirubine est notée.  [9, 16, 21] 
On note à l’analyse urinaire  principalement de la glucosurie, de la protéinurie, de la pyurie, de 
l’hématurie et de la cylindrurie. [21, 93] La densité urinaire est généralement basse (<1,020); 
les chiens peuvent présenter une urine isosthénurique dont la valeur oscille entre 1,006 et 
1,012. [93]  
 
1.4.6 Trouvailles radiographiques et échographiques 
 
Des trouvailles radiographiques ont été rapportées chez le chien, dont une augmentation de la 
densité pulmonaire interstitielle associée probablement à des hémorragies pulmonaires. [15, 
96, 115] L’échographie abdominale chez 20 chiens atteints de leptospirose a révélé plusieurs 
changements au niveau rénal, dont une rénomegalie, une pyelectasie et une augmentation 
d’échogénicité corticale. Également, la présence d’une bande hyperéchogène dans la médulla 
rénale a été observée chez des chiens atteints de leptospirose. Cette bande hyperéchogène est 
associée histologiquement à des hémorragies, de la congestion, de l’œdème et de la nécrose. 
[116] Cette trouvaille n’est toutefois pas pathognomique de la leptospirose. De l’effusion péri-
rénale est également visible chez certains chiens, sans pour autant être spécifique pour la 
leptospirose. [116, 117]   
  
26 
 
1.5 Méthodes diagnostiques 
 
Le diagnostic de laboratoire de la leptospirose peut être complexe et repose sur deux grandes 
catégories d’épreuves. D’une part, les tests de laboratoire conçus pour détecter les anticorps 
anti-leptospires, et d’autre part, ceux conçus pour détecter les leptospires elles-mêmes, leurs 
antigènes ou acides nucléiques. Aucun test utilisé seul ne possède une bonne sensibilité et 
spécificité. [16] 
Le diagnostic peut être confirmé par culture ou par amplification génique dès la première 
semaine de maladie suivant l’apparition de la fièvre; ou par sérologie à partir de la deuxième 
semaine de maladie. Le MAT et la PCR sont les techniques les plus utilisées. 
 
1.5.1 Détection des anticorps anti-leptospires  
 
1.5.1.1 Le test de micro-agglutination (MAT) 
 
Le MAT demeure la technique de référence. Le sérodiagnostic consiste à mettre le sérum à 
tester en présence de cultures vivantes de leptospires (souches représentatives de différents 
sérogroupes). Une lecture en microscopie sur fond noir permet de mettre en évidence la 
présence d’anticorps contre les souches de leptospires et ce, grâce à une réaction 
d’agglutination. Pour chaque dilution sérique, le titrage des anticorps est considéré positif 
lorsque 50% des leptospires sont agglutinées. Les souches de leptospires à inclure dans l’essai 
sont choisies en fonction de la fréquence connue de certains sérovars et de la probabilité de les 
rencontrer selon les critères épidémiologiques locaux. [58, 118] 
La sérologie est un diagnostic tardif, qui ne peut souvent se faire qu’à partir du 8ième jour de 
la maladie. [2, 90] De plus, elle nécessite idéalement des sérums pairés, i.e. collectés en phase 
aiguë et en convalescence. En fait, les anticorps agglutinants ne sont souvent pas décelables au 
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cours de la phase aiguë de la maladie. [119] Les IgM ne deviennent détectables que 5-7 jours 
après l'apparition des symptômes. Ainsi, deux sérums à intervalles de 10 à 14 jours sont 
nécessaires pour mettre en évidence une séroconversion. Une variation du titre convalescent 
de 4 fois par rapport au titre sérologique initial soutient une infection récente. [16]  
La détermination du seuil de positivité peut être controversée. Par exemple, dans les zones de 
faible endémicité, il est conseillé d’utiliser un titre de 1:50 pendant la première semaine et de 
1:100 de la deuxième à la quatrième semaine. Dans les régions à forte endémicité, un seuil 
minimal de 1:200 au cours de la deuxième à la quatrième semaine est recommandé.[120] Chez 
les animaux non vaccinés, une exposition préalable est supposée avec un seuil de positivité 
établis entre 1:50 et 1:100.[2] Le titre spécifique pour le sérovar responsable de l’infection 
peut rester positif à un taux élevé pendant des mois, [121, 122] et à un taux faible pendant des 
années. [121, 123, 124] 
Le MAT détecte également les anticorps dus à la vaccination. [125, 126] À titre indicatif, les 
titres induits par la vaccination chez les chiens dépassent rarement 1:400, mais des titres 
supérieurs à 1 :3200 ont été rapportés. Deux à trois mois après la vaccination, les titres 
diminuent généralement pour atteindre des niveaux de 1:100.[90] Chez le chien non vacciné, 
des titres de  1:800 sont suggestifs d’une infection active, mais ne la confirment pas. 
L’historique vaccinal est donc essentiel à l’interprétation des résultats. [16]  
Le moment du prélèvement étant important dans l’interprétation des résultats sérologiques, 
l’obtention de sérums pairés est essentielle. Un MAT positif peut indiquer une infection 
active, mais une ancienne exposition ou même un portage chroniques sont également 
possibles. Par exemple, l’antibiothérapie peut retarder ou diminuer l’apparition d’anticorps ou 
même entrainer une absence complète de séroconversion. [27] 
Les réactions croisées sont fréquentes sur un sérum prélevé trop précocement et peuvent 
fausser le diagnostic. Elles ont toutefois tendance à disparaître en phase de convalescence. 
Plusieurs études suggèrent que le titre le plus élevé correspond au sérovar causal. [15, 57, 86, 
125, 127, 128] Par contre, des études récentes ont  démontré que le sérovar infectieux n’est 
pas nécessairement celui ayant le titre le plus élevé.[118, 129] Dans une étude prospective 
réalisée par Smythe et al en 2009, les résultats de MAT ont été comparés à ceux de la culture : 
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le sérovar infectieux a été correctement identifié par le titre le plus élevé dans seulement 33% 
des cas. [129] Une différence considérable entre les titres au MAT obtenus pour un même 
échantillon auprès de différents laboratoires a également été mise à jour lors d’une étude 
incluant des cas cliniques canins confirmés de leptospirose.[126] 
Bien que la sérologie soit un bon outil pour faire des enquêtes de séroprévalence, elle constitue 
un mauvais indice d’excrétion urinaire comparativement à la détection avec le PCR urinaire. 
D’après une étude faite en 2003 sur 500 chiens, 8,2% se sont révélés positif au PCR urinaire 
(n=41), mais seulement neuf d’entre eux avaient un titre ≥ 1:100. [130] 
Une étude récente évaluant des chiens atteints par la leptospirose et des chiens sains vaccinés a 
mis en évidence un manque important de sensibilité et de spécificité du MAT. La sensibilité 
du test MAT lorsqu’un seul titre élevé ( 1:800) est utilisé comme seule épreuve diagnostique 
de leptospirose se situe entre 22-67% selon le laboratoire utilisé; et la spécificité varie entre 
69-100%.[126]  
En résumé, les limites du MAT sont: 
- Les anticorps peuvent être non détectables (faux négatif) au début de la maladie et le seront 
tardivement si le patient a débuté une antibiothérapie hâtivement. 
- Le sérovar infectieux n’est pas nécessairement celui dont le titre sérique est le plus élevé. 
- Une infection par un sérovar inhabituel, donc non présent dans l’éventail des sérovars testés 
par le laboratoire local, pourrait ne pas être détectée. 
-Le MAT détecte également les anticorps produits par la vaccination.  
- Il est nécessaire d’obtenir des sérums pairés pour interpréter des titres bas (infection active 
versus ancienne exposition versus porteur chronique versus post-vaccinal) 
-Des réactions croisées entre sérovars peuvent fausser le diagnostic. 
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1.5.1.2 ELISA (Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay) 
 
L’ELISA est une méthode immunoenzymatique qui se sert d’un marqueur du même nom pour 
mettre en évidence la liaison anticorps-antigène. Cette méthode est à la fois quantitative et 
qualitative, car l’intensité colorimétrique est proportionnelle à la quantité d’anticorps présents 
dans le sérum. L'utilisation des tests ELISA pour le diagnostic présumé de la leptospirose a été 
évaluée chez l’humain, les canins, les rongeurs et les bovins.  [122, 131-134]  
Le test ELISA permet de détecter les différentes classes d'anticorps (IgM et IgG) spécifiques 
pour les leptospires. [132] De cette façon, il est possible de savoir si l’animal est en phase 
aiguë de la maladie avec un taux élevé d’IgM ou en phase chronique avec un taux élevé d’IgG. 
Le test se révèle positif (IgM) vers les 8 –10e jours post-infection. Les niveaux d’anticorps 
IgG augmentent entre les semaines 2 et 3 post-infection, avec des titres maximaux à la 
semaine 4. Les anticorps décroissent sur 3 à 6 mois et peuvent persister à des taux résiduels 
pendant plusieurs années. La cinétique des anticorps est indispensable (2 sérologies à 2 
semaines d’intervalle) et son interprétation est basée sur les données chronologiques et 
cliniques. 
Plusieurs tests sont commercialisés, mais il existe une diversité d’antigènes utilisés. Pour cette 
raison, le test ELISA demeure un test de dépistage et peut faire l'objet de fausses réactions 
positives qui exigeront une confirmation de résultats par le MAT. [135] En plus, tout comme 
le test MAT, il ne permet pas de mettre en évidence le sérovar en cause. Le test ELISA est un 
test rapide et ses résultats sont presque similaires au test MAT. [136]  
 
1.5.2 Détection des leptospires 
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1.5.2.1 Microscope à fond noir et hémagglutination indirecte 
 
Bien que la visualisation directe des leptospires par la technique de microscopie sur fond noir 
soit la méthode employée pour examiner la croissance des leptospires dans la culture, elle n'est 
pas utile pour le diagnostic d’une infection chez l’hôte lorsqu'utilisée directement sur les 
fluides corporels. [91] L’observation se fait en général à partir d’urine, mais cette méthode est 
peu sensible et n’est utilisable que sur des animaux présentant une leptospiurie supérieure à 
10
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 micro-organismes par ml d’urine. [57] Plusieurs méthodes de coloration ont été 
développées pour augmenter la sensibilité de détection [137, 138], mais la difficulté associée à 
la technique et ses faibles sensibilité et spécificité restreignent son utilisation. [120, 139]  Dans 
une étude prospective incluant 170 patients humains, une sensibilité de 40.2% et une 
spécificité de 61.5% ont été obtenues lorsque la microscopie sur fond noir a été comparée à la 
culture. [120] La spécificité de la technique est aussi limitée parce qu’il peut s’avérer 
impossible de différencier les leptospires des autres spirochètes et même des débris pouvant se 
retrouver dans l’urine. [120].  
L’hémagglutination indirecte est une technique d’agglutination disponible commercialement 
qui ne nécessite pas une technologie spécialisée. Elle a été décrite par Levett et al  et permet 
un diagnostic précoce d’une infection à leptospire avec une sensibilité de 92,2% et une 
spécificité de 94,4% lorsque comparée à l’ELISA, mais elle n’est pas disponible en pratique 
vétérinaire. [131] 
 
1.5.2.2 Culture 
 
 
La culture permet un diagnostic de certitude, mais sa réalisation est très délicate. En effet, le 
développement des leptospires nécessite un milieu de culture particulier qui est variable en 
fonction de la souche de leptospires. La mise en culture doit être réalisée rapidement après le 
prélèvement. La croissance des leptospires est bonne pour certaines souches sur un milieu 
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avec sérum et pour d’autres souches, elle nécessite un milieu spécial (milieux semi solides 
avec +/- 0,2% de gélose). Des inhibiteurs sont employés pour éviter la contamination de ces 
milieux. Les souches pathogènes peuvent être facilement isolées lorsque le prélèvement a été 
réalisé dans de bonnes conditions. Ainsi, l’ensemencement doit se faire immédiatement après 
le prélèvement, car la survie des leptospires pathogènes est très faible dans les échantillons 
biologiques. La température d’incubation est normalement de 30°C. L’incubation se fait en 
obscurité en maintenant une agitation constante pour faciliter la croissance des bactéries. Les 
cultures sont observées à chaque semaine par microscopie sur fond noir. [2, 12] 
L’hémoculture doit être faite dans les dix premiers jours suivant l’apparition des premiers 
symptômes. En effet, les animaux infectés sont leptospirémiques pendant 7 à 10 jours. Après 
cette période,  le nombre d’organismes dans la circulation sanguine diminue alors que les titres 
d’anticorps augmentent. Les leptospires peuvent être isolés du LCR durant la deuxième 
semaine suivant le début de la maladie. L’urine demeure le fluide de choix à mettre en culture 
et ce, à partir de la troisième semaine post-infection. Plusieurs échantillons doivent être 
récoltés à cause de l’excrétion intermittente des leptospires dans l’urine. Il va sans dire qu’il 
est indispensable que les échantillons de culture soient prélevés avant le début du traitement 
anti-microbien. [12] 
Lors de maladie rénale, l’alcalinisation de l’urine peut favoriser la multiplication des 
leptospires dans l’urine et faciliter le diagnostic par culture. [140] Par contre, la croissance des 
leptospires requiert plusieurs semaines (minimum de 1 mois et habituellement plus de 4 
mois).[27] La culture  n’est donc pas une méthode efficace de diagnostic dans un contexte 
clinique. De plus des leptospires non pathogènes peuvent être présentes dans les tissus des 
chiens en santé. [141] 
 
1.5.2.3 Réaction de polymérisation en chaîne (PCR)  
 
La technique de PCR détecte l’ADN des leptospires dans les échantillons. Brièvement, cette 
technique permet de repérer un fragment d’ADN et de le multiplier rapidement en se basant 
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sur une réaction enzymatique (ADN polymérase) et à l'aide d'amorces (petites séquences 
oligonucléotidiques). La PCR utilise de manière répétitive la propriété des ADN polymérases 
de ne pouvoir synthétiser un brin complémentaire d'ADN qu'à partir d'une amorce. Une PCR 
positive indique la présence de l’ADN des leptospires pathogènes dans l’échantillon, mais elle 
ne peut pas dire si les leptospires son vivantes et ne permet pas d’identifier directement le 
sérovar en cause. Le test PCR est utilisé de façon fréquente comme méthode diagnostique en 
médecines vétérinaire et humaine. 
La technique de PCR est très sensible et spécifique [130]. Elle repose sur trois étapes qui sont 
indispensables pour toute synthèse d'ADN et qui sont répétées plusieurs fois: dénaturation, 
hybridation, élongation. Tous les éléments nécessaires à la réaction sont regroupés dans un 
tube qui sera soumis aux différentes températures correspondant à chaque étape. Ces cycles de 
température sont réalisés automatiquement dans un thermocycleur. Ces trois étapes 
(dénaturation, hybridation, élongation) représentent un cycle que l’on peut répéter autant de 
fois que nécessaire. Au fil des cycles, la quantité d'amplification va augmenter de façon 
exponentielle. 
Étant donné le grand nombre d’espèces, il faut utiliser des amorces qui permettent 
l’amplification de séquences communes à toutes les souches des leptospires. Plusieurs kits 
commerciaux sont disponibles pour l’identification des leptospires chez les chiens, les bovins 
et les humains. Chaque kit utilise des amorces différentes (LipL32, 16SrRNA, G1/G2 et B64-
I/B64-II) [130, 142-144] et seulement quelques-uns ont été testés cliniquement. [142, 145-
148] 
La PCR utilisant des amorces de G1/G2 et B64-I/B64-II a été validée pour détecter les 
sérovars de Leptospira pathogènes à partir d'échantillons canins d'urine. [142] Les amorces G1 
(5’CTG AAT CGC TGT ATA AAA GT3’) et G2 (5’GGA AAA CAA ATG GTC GGA 
AG3’), amplifient un fragment d’ADN de 285 paires de bases de l’ADN de 6 sérovars de L. 
interrogans (Autumnalis, Bratislava, Canicola, Hardjo, Pomona et Icterohaemorrhagiae); 
tandis que les amorces B64-I (5’CTG AAT TCT CAT CTC AAC TC3’) et B64-II (5’GCA 
GAA ATC AGA TGG ACG AT3’), amplifient un fragment d’ADN de 352 paires de bases de 
2 sérovars de L. interrogans (Sejroe et Grippotyphosa). Ce test est couramment utilisé dans les 
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laboratoires de diagnostic canadiens [149], dont le Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de 
la Faculté de médecine vétérinaire de l’Université de Montréal. Il est considéré spécifique et 
sensible avec une limite de détection de 10 à 100 bactéries de leptospires / ml d’urine. [79, 
142, 150, 151] 
La PCR en temps réel utilise le principe de base de la PCR conventionnelle avec pour 
différence une amplification mesurée non pas en final, mais tout au long de la réaction, donc 
en temps réel. La quantité d’ADN est mesurée à chaque cycle d’amplification grâce à un 
marqueur fluorescent. Ceci permet d’obtenir une cinétique de la réaction, donc un résultat 
quantitatif. [144, 152] L'analyse des produits d'amplification par des courbes de fusion [150] 
par séquençage [153, 154] ou par électrophorèse permet de vérifier qu’un seul produit de PCR 
est amplifié. De cette façon, la PCR en temps réel permet d’identifier les espèces impliquées 
et, dans certains cas, le sérovar ou génotype.  
Récemment, un test de PCR en temps réel a été développé, utilisant la technique TaqMan 
(système de détection par sondes).[144, 155] Ce PCR détecte le gène LipL32, également 
connu sous le nom Hap1, correspondant à une lipoprotéine de la surface membranaire externe 
des leptospires. Cette lipoprotéine semble être un facteur de virulence important, puisqu’elle 
est présente uniquement dans les leptospires pathogènes et ce, en quantité très abondante. 
[103, 156, 157] Ce PCR en temps réel a une spécificité et sensibilité de 100 % par rapport à la 
culture, le test ELISA et le test MAT, et permet le diagnostic rapide de la leptospirose aiguë 
avec une limite de détection de deux cellules/ml. [144, 155] 
Vue la longueur des délais dans la détection des leptospires lors de la culture et l’apparition 
tardive des anticorps spécifiques, l’intérêt des PCR conventionnelle et en temps réel est 
évident. Elles constituent un indéniable outil épidémiologique et clinique permettant un 
diagnostic direct dès l’apparition des premiers signes cliniques de la maladie. [158] La PCR 
permet un diagnostic précoce et fiable, malgré le fait que les anticorps ne soient pas encore 
détectables par le MAT.  
Le sang et l’urine sont habituellement utilisés pour la détection de Leptospira spp par PCR, 
mais l’humeur aqueuse, la semence et le liquide céphalorachidien peuvent très bien servir. 
L’ADN des leptospires est en moyenne détectable par le PCR dans le sang dès l’apparition des 
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premiers signes cliniques et ce, jusqu’à 10 jours après l’apparition des signes. [149, 159] Par la 
suite, les organismes sont détectables dans les urines. Ainsi, en début d’infection, il est 
conseillé d’utiliser les prélèvements de sang et en phase chronique, les échantillons d’urine.  
La détection de l’ADN des leptospires par PCR effectuée sur l’urine d’animaux 
asymptomatiques témoigne seulement d’un état d’excréteur ou de porteur chronique. [60, 72, 
80, 160, 161] Pour sa part, la vaccination n’influence pas les résultats de la PCR. [16, 162] Par 
ailleurs, la non détection de l’ADN des leptospires par PCR urinaire n’élimine pas la 
possibilité que l’animal soit un porteur rénal; ce résultat négatif peut simplement être dû à une 
excrétion urinaire insuffisante de leptospires pour en permettre la détection.[2] La présence 
d’inhibiteurs dans les échantillons peut également donner de faux négatifs. [57]  
Actuellement, aucune technique de diagnostic n’est tout à fait satisfaisante. La culture et le 
MAT sont les méthodes de référence pour le diagnostic, mais ne peuvent pas être utilisés pour 
le diagnostic précoce. Par contre, le PCR peut être utilisé dans la phase aiguë, bien que de faux 
négatifs soient possibles. [130, 163] En clinique, la méthode diagnostique de choix pour 
confirmer le diagnostic de la leptospirose serait de combiner la PCR et la sérologie. Lorsque la 
PCR s’avère négatif, le MAT devrait être répété sur un sérum pairé environ 2 semaines plus 
tard. Il est à noter que la PCR sur un échantillon sanguin est possible seulement pour quelques 
jours au tout début de la maladie (7 à 10 jours post-infection). Plusieurs auteurs estiment qu’il 
y a un besoin urgent de développer de nouvelles techniques pour une détection facile et rapide 
d'anticorps ou d'antigènes dans la phase aiguë de la maladie.[12] 
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1.6 Traitement et prévention 
 
1.6.1 Traitement 
 
Les leptospires sont très sensibles à une grande variété d'antimicrobiens in vitro, [164-166] le 
meilleur choix parmi les agents antimicrobiens testés reste incertain. Selon le consensus de 
l’American College of Veterinary Internal Medicine (ACVIM) sur la leptospirose [16], les 
choix actuels de traitement de la leptospirose sont la pénicilline, la doxycycline, le céfotaxime, 
la ceftriaxone et l'azithromycine. 
La pénicilline et la doxycycline ont traditionnellement été les antimicrobiens de choix dans le 
traitement des êtres humains et des chiens contre la leptospirose. L’efficacité clinique de la 
pénicilline G est bien documentée, mais ses désavantages (e.g. courte durée d’action, faible 
absorption gastro-intestinale et problèmes d’allergie) rendent son utilisation moins populaire. 
La doxycycline est une alternative raisonnable chez l’humain, bien qu’il existe certaines 
préoccupations sur sa toxicité lorsqu’utilisée chez les femmes enceintes et les enfants.  [165] 
Les directives d’utilisation de l’OMS suggèrent de limiter l’usage de cet antibiotique à des cas 
moins sévères de leptospirose. [27]  L’amoxicilline et l'érythromycine ont également été 
utilisés, mais aucun essai clinique randomisé n’a été réalisé pour supporter leur utilisation.  
Le traitement des formes graves de leptospirose nécessite toujours une hospitalisation. Il 
repose sur des traitements de support et l’administration précoce d’antimicrobiens. En d’autres 
mots, on ne doit pas attendre l’obtention des résultats diagnostiques pour débuter 
l’administration des antimicrobiens, puisqu’un traitement hâtif diminue les risques de 
complications, le temps d’hospitalisation, la symptomatologie et la durée du portage rénal. 
Suite à l’apparition de signes cliniques, un délai de 4 à 7 jours avant le début de 
l’antibiothérapie défavorise la récupération clinique. [27] 
Chez le chien, le consensus de l’ACVIM recommande de traiter avec de la doxycycline, 
administrée à raison de 5 mg/kg PO ou IV aux 12 heures pendant 2 semaines [16], bien que la 
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durée optimale du traitement antimicrobien doive encore être étudiée. En cas de 
vomissements, ou d'autres effets indésirables qui empêchent l’administration de doxycycline, 
les chiens doivent être traités avec de l'ampicilline (20 mg / kg IV q6 heures), avec une 
réduction de dose pour les chiens souffrant de maladie rénale. L’ampicilline doit être aussi 
favorisée en milieu hospitalier pour réduire les risques de contamination pour le personnel et 
les autres patients hospitalisés. La pénicilline G (25.000-40.000 U / kg IV q12 heures) pourrait 
également être utilisée. Une fois que les vomissements sont contrôlés, les chiens devraient 
recevoir de la doxycycline, pendant 2 semaines afin de bien éliminer les organismes des 
tubules rénaux. 
Dans une infection expérimentale chez des hamsters, la doxycycline (10 mg / kg) a totalement 
éliminé les leptospires après 3 jours de traitement tel que détecté par une PCR quantitative; par 
contre, l’ampicilline (40-100 mg / kg) n’a pas  réussi à éliminer les organismes au niveau 
rénal. [167] 
 
 
1.6.2 Prévention 
 
La vaccination est sans aucun doute une partie essentielle de la lutte contre la leptospirose, son 
but ultime étant de limiter les risques zoonotiques et la transmission d'agents pathogènes entre 
les populations animales.  
La protection contre la maladie clinique et la prévention de l'état de porteur rénal restent les 
principaux objectifs de la vaccination contre la leptospirose chez le chien. Un chien 
correctement vacciné peut tout de même développer la maladie s’il est confronté à une souche 
sauvage ou s’il est infecté par une souche d’un sérogroupe non couvert par la vaccination. 
Ainsi, la vaccination empêche l’infection et l’état de porteur pour les sérovars vaccinaux et 
évite que les chiens ne développent les conséquences les plus graves de la maladie. [168-172] 
  
37 
 
En Amérique du nord, les vaccins pour les chiens sont maintenant disponibles sous 2 formes : 
les vaccins bivalents d'origine, contenant uniquement les sérovars Canicola et 
Icterohaemorrhagiae, et plus récemment, un vaccin tétravalent contre Canicola, 
Icterohaemorrhagiae, Grippotyphosa et Pomona. En Europe, un nouveau vaccin tétravalent 
inactivé contre Canicola, Icterohaemorrhagiae, Grippotyphosa et Australis a aussi été 
développé. [172] Suite à l’introduction du vaccin bivalent sur le marché, la prévalence globale 
des cas de leptospirose canine a considérablement diminué entre 1970 et 1980, pour ré-
augmenter dans le milieu des années 1990. [15, 55, 173] Les nouveaux cas de leptospirose 
étaient alors causés principalement par les sérovars Pomona et Grippotyphosa, d’où l’ajout des 
souches additionnelles au vaccin. Bien que le nombre de cas de maladie clinique ait de 
nouveau diminué, des études sérologiques au cours des dernières années montrent une 
séroprévalence élevée. [16] La vaccination a permis un certain contrôle de la maladie, mais 
pas une maîtrise complète, possiblement en partie parce qu’elle est limitée à quelques 
sérovars. L’inclusion éventuelle des nouveaux sérovars s’avère envisagée afin d’obtenir un 
meilleur contrôle de la maladie. [174] 
L’efficacité de ces vaccins est très limitée. La réponse immunitaire est de courte durée et 
implique le besoin de faire des rappels périodiques. Ainsi, le protocole de vaccination chez le 
chien comprend une primovaccination en bas âge avec un rappel 4 semaines plus tard, puis des 
rappels annuels. [171, 175-177] 
La vaccination des porcins et des bovins aide à la prévention de la maladie, mais ne protège 
pas complètement de l’infection. Un vaccin monovalent contre le sérovar Hardjo [178] et un 
vaccin polyvalent contre les sérovars Pomona, Hardjo, Canicola, Grippotyphosa et  
Icterohaemorrhagiae sont disponibles pour les bovins, [179] mais les résultats ne sont pas très 
satisfaisants. Aucun vaccin n’est homologué pour utilisation chez les équins. 
Les vaccins destinés à l’humain n’induisent pas une protection à long terme contre l’infection 
et ne confèrent pas une immunité protectrice croisée contre les sérovars ne figurant pas dans la 
composition du vaccin. Dans la pratique, le vaccin est principalement utilisé pour gérer 
l’exposition professionnelle. Le développement d’un vaccin polyvalent est limité chez 
l’humain par la diversité des sérovars, cette dernière engendrée par la variation de la structure 
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du lipopolysaccharide (LPS). Quelques pays, comme Cuba, utilisent des vaccins polyvalents 
chez l’humain, bien qu’ils ne soient pas capables de protéger contre l’ensemble des sérovars 
connus. [180] En France, un vaccin monovalent est offert aux travailleurs très exposés 
(égoutiers, personnel d’abattoirs, éboueurs), mais a une efficacité limitée. [181] Des vaccins 
plus performants sont donc également attendus. 
Chez l’humain, l'administration orale de doxycycline 200 mg par semaine peut donner une 
protection à court terme dans les environnements à haut risque avec une réduction importante 
de la séroconversion et des conséquences cliniques de l'infection. [59, 167, 182] 
La dératisation, le contrôle des effluents des élevages industriels et le drainage des zones 
inondées sont des mesures préventives efficaces, mais elles sont difficiles à mettre en œuvre 
collectivement. 
 
 
1.6.3 Aspect zoonotique  
 
 Un aspect important de la maladie est son caractère zoonotique. Les humains sont facilement 
exposés étant donné l’étroit contact avec les animaux domestiques, dont le chien. [183] Les 
chiens sont considérés comme un réservoir d'infection important et une source potentielle de 
contamination pour les humains. [2] La transmission du chien à l’humain est cependant rare. 
Un cas a été signalé au Québec en 2006 chez le propriétaire d’un chien dont les symptômes 
étaient apparus la semaine précédente. La sérologie du chien a révélé des titres significatifs 
pour les sérovars Pomona (1:3200) et Grippotyphosa (1:1600).  [37]   
Afin de minimiser les risques de zoonose en clinique, les vétérinaires peuvent suivre des 
pratiques recommandées en matière de lutte contre les infections vétérinaires. Ces pratiques 
incluent l'hygiène complète des mains, et le cas échéant, l'utilisation de gants, la protection du 
visage et des voies respiratoires et le port de vêtements de protection. Bien que le port de gants 
ne soit pas nécessaire lors de la manipulation d’animaux en santé, il est recommandé pour les 
  
39 
 
animaux ayant des signes de maladie ou un historique médical inconnu. [184] Afin d’éviter 
d’entrer en contact avec l’urine des animaux infectés et de contaminer l’environnement de 
travail, l’installation d’un cathéter urinaire relié à un sac étanche est recommandée. Si de 
l’urine est répandue sur le plancher, le nettoyage et la désinfection immédiate avec une 
dilution à 10% d’hypochlorite de sodium ou avec une solution d’ammonium quaternaire qui 
inactivent les leptospires, sont de mise. [16] 
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2 La leptospirose chez le chat 
 
2.1 Prévalence 
 
Peu d’informations sont disponibles sur la prévalence d’anticorps contre la leptospirose chez 
le chat et surtout sur sa signification clinique. Chez cette espèce, la leptospirose clinique est 
beaucoup moins fréquente, du moins, elle est rarement diagnostiquée. 
À première vue, l’espèce féline semble résistante à la maladie, autant à la suite d’une 
exposition naturelle qu’expérimentale, mais la description de quelques cas cliniques révèle que 
les leptospires peuvent également être pathogènes pour le chat, causant principalement des 
dommages rénaux et hépatiques. [18, 185-188] 
La séroprévalence de la leptospirose chez le chat varie entre 4.8% et 35% selon les études 
disponibles depuis 1965. [48, 69, 189-197] (Tableau IV) Une prévalence de 35% a été obtenue 
lors d’une étude française, en utilisant un seuil de positivité de 1 :80. Les échantillons testés 
avaient initialement été soumis pour analyse à un laboratoire de dosages hormonaux,  donc ils 
provenaient de chats présentant des troubles cliniques divers. (n=98) [191] Plus récemment, 
une étude effectuée en 2007 sur 40 chats malades présentés au Centre Hospitalier 
Universitaire Vétérinaire de la Faculté de médecine vétérinaire de l’Université de Montréal a 
démontré une séroprévalence de 25% (seuil de positivité de 1 :100). [197]   
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Tableau IV. Tableau comparatif des études de séroprévalence. 
Auteur et année 
de l’étude 
Pays Nombre de 
chats 
Titre 
considéré 
positif 
Prévalence (%) 
Murphy, 1958 États-Unis 350 1 :100 4,9  
Esseveld, 1940 Indonésie 500 1 :100 30 
Lucke, 1965 Angleterre 118 1 :30 6,8 
Everad, 1979 Trinidad et Tobago 40 1 :100 12,5 
Shopet, 1980 Nouvelle Zélande 225 1 :24 8,8 
Larsson, 1984 Brésil 172 1 :100 12,8 
Batza, 1987 Allemagne 165 1 :100 20 
Dickenson, 1993 Australie 59 1 :50 16,9 
Agunloye, 1996 Écosse 87 1 :30 9,2 
Luciani, 2004 France 97 1 :80 35 
Mylonakis, 2005 Grèce 99 1 :50 33,3 
Millan, 2009 Espagne 53 1 :100 14 
Markovich, 2012 États-Unis 63 1 :100 4,8 
Lapointe, 2013 Canada 40 1 :100 25 
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2.2 Infections expérimentales 
 
Dans le passé, plusieurs infections expérimentales ont été réalisées et beaucoup de ces 
dernières ont démontré que le chat est très résistant à la leptospirose et développe peu de 
signes cliniques. [198, 199]  
 
2.2.1 Manifestation clinique et séroconversion 
 
L’hyperthermie est souvent le seul signe clinique observé lors des infections expérimentales. 
Dans tous les cas, elle n’excède pas plus de 24 à 48 heures. [199-201]Une infection 
expérimentale a tout de même mis en évidence un syndrome PU/PD, mais chez un seul des 
douze chats inclus dans l’étude. [198] Mis à part le syndrome PU/PD sur un chat, aucun autre 
signe clinique n’a été observé. 
Aucun chat n’est mort au cours des infections expérimentales. Suite à l’inoculation de la 
souche, la leptospirémie a été observée jusqu’au dixième jour [202], et la leptospiurie a été 
observée à partir du 12
ième
 au 15
ième
 jour [200] et ce, jusqu’aux jours 45 à 48. [199, 202] La 
majorité des chats ont présenté une séroconversion : les titres d’anticorps ont augmenté à partir 
du jour 7 et atteint le taux maximal vers le 20
ième
 jour. Dans une seule étude, la séroconversion 
est apparue de façon tardive, soit aux jours 28 et 42 chez 2 des 10 chats inoculés. [199] Les 
titres d’anticorps sont habituellement faibles et dépassent rarement 1 :100, mis à part dans 
l’étude de Larsson. Dans toutes les infections expérimentales ici répertoriées, un seul chat a 
obtenu des titres de 1 :3200. [199] La persistance des anticorps n’a jamais été évaluée au-delà 
de 3 mois, car la plus longue étude a duré 84 jours suite à l’inoculation de leptospires.[199] Il 
est toutefois important de mentionner que ces études expérimentales ont utilisé des doses et 
des routes d’inoculation différentes, possiblement inférieures à ce qui peut être retrouvé dans 
un contexte clinique. 
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2.2.2 Examen post-mortem 
 
Bien que la majorité des chats soient asymptomatiques, des changements macroscopiques et 
histologiques sont habituellement observés lorsqu’une nécropsie complète est effectuée. Les 
lésions observées macroscopiquement au niveau rénal sont une adhésion de la capsule 
corticale et un cortex rénal d’aspect granulaire. Au niveau hépatique, Fessler et Morter ont 
noté une hépatomégalie et une décoloration jaunâtre marquée des espaces péri-lobulaires chez 
tous les chats de l’étude inoculés par une souche du sérovar Pomona. [198] L’analyse 
histologique des reins révèle une néphrite interstitielle et un infiltrat lympho-
plasmocytaire.[198, 200] Une congestion hépatique centro-lobulaire et une dégénération peri-
lobulaire ont été observés lors d’inoculation avec le sérovar Pomona, tandis qu’aucune lésion 
histologique n’était présente au foie avec le sérovar Ballum. [198] Le Tableau V compare les 
différentes études expérimentales effectuées chez le chat. 
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Tableau V. Tableau comparatif d’infections expérimentales à Leptospira spp chez le chat. 
Auteur 
et année 
de 
l’étude 
N Mode 
d’infection 
Sérovars 
infectants 
Méthodes 
diagnostiques
* 
Signes 
cliniques 
Lésions 
histologiques 
Fessler, 
1964 
12 Sous-
cutanée  
 
Pomona et 
Ballum 
MAT (11/12) 
Hémoculture : 
(3/6) 
Culture 
urinaire : (2/6) 
PU/PD  
 
Rein :  
Néphrite 
interstitielle  
Foie :  
Congestion 
hépatique 
centro-
lobulaire 
Dégénération  
péri-lobulaire 
Ferris, 
1965 
4 Intra-
péritonéal 
Sous-
conjonctiva
le 
Pomona MAT (3/4) 
Hémoculture 
(3/4) 
Culture urinaire 
(2/4) 
Aucun Aucune 
Modric, 
1978 
ND SC 
 
Pomona MAT Hyperthermie NE 
Shophet,
1980 
4 PO: souris 
infectées 
Ballum MAT (4/4) 
Hémoculture  
(4/4) 
Culture 
urinaire (4/4) 
Hyperthermie 
Diminution 
de la DU 
Rein : 
Néphrite 
interstitielle   
Foie :  
Normal 
Larsson,
1985 
10 SC 
 
Canicola et  
Icterohaemo 
rrhagiae. 
MAT (9/10) 
Hémoculture  
(0/10)  
Culture 
urinaire (2/10) 
Hyperthermie NE 
ND : Non disponible. NE : non effectué. DU : Densité urinaire. PU/PD : syndrome 
polyurique/polydipsique *Les résultats entre parenthèse représentent le nombre de chats 
positifs pour les différents tests effectués. 
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2.3 Cas cliniques 
 
Les cas cliniques rapportés dans la littérature sont très rares. Plusieurs sérovars ont été 
impliqués en se basant habituellement sur le titre le plus élevé à la sérologie. Ils comprennent 
Pomona, [185, 187] Grippotyphosa, [188] Serjoe, [18] Australis, [186] et Bratislava. [185] 
(Tableau VI) 
Tableau VI. Tableau comparatif des études cliniques 
Auteur et année 
de l’étude 
Nombre de 
chats 
Sérovars Méthodes 
diagnostiques 
Signes cliniques 
Hemsley, 1956 3 Canicola MAT MRC
*
  
Vomissement 
Diarrhée 
Rees, 1964 1 Pomona MAT MRC
*
. 
Ictère, mort 
Mitcha,1970 1 Serjoe MAT Hyperthermie, 
ictère et mort 
Carlos, 1971 1 Grippotyphosa MAT 
Culture 
Fièvre, ictère 
Masson, 1972 2 Pomona MAT 
Coloration à 
l’argent (Foie 
et reins) 
Ictère, mort 
NE Coloration à 
l’argent (Foie 
et reins) 
Gingivite 
chronique, 
anorexie, 
diarrhée et 
vomissement, 
mort 
Bryson, 1976
 1 Australis Coloration à 
l’argent 
MFN 
ND 
Arbour, 2012 3 Pomona, 
Bratislava 
MAT PU/PD (IRA) 
Signes oculaires 
et boiterie 
Mort  
* 
Existence de maladie rénale chronique au préalable. ND : Non divulgué, car examen post-
mortem seulement. NE : non effectué. MFN : Microscope à fond noir. PU/PD : syndrome 
polyurique/polydipsique. IRA : Insulte rénal aigue. 
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2.3.1 Manifestation clinique  
 
La description des cas cliniques de leptospirose féline révèle principalement des signes 
d’amaigrissement, d’hyperthermie et un syndrome PU/PD associés à la maladie rénale. Quatre 
études ont démontré la présence d’ictère. [19, 187, 188, 203] Un chat a également présenté des 
signes oculaires et de la boiterie. [185] La mort est survenue dans 50% des cas rapportés dans 
la littérature (6/12).  
Une étude française a démontré une séroprévalence pour la leptospirose significativement plus 
élevée chez des chats atteints d’un syndrome PU/PD comparativement à une population 
contrôle saine. Dans cette étude, 30% des chats séropositifs présentaient une PU/PD 
comparativement à seulement 4% des chats séronégatifs. [191] Malheureusement, les 
paramètres rénaux n’ont pas été évalués sur ces chats. Cette étude soulève tout de même la 
possibilité d’un rôle de la leptospirose dans les maladies rénales félines. De plus, certains 
auteurs croient que la leptospirose chronique peut être la cause de beaucoup de néphrites 
spontanées chez le chat. [140, 141, 194, 204, 205]  
 
2.3.2 Examen post-mortem 
 
Macroscopiquement, les reins et le foie présentent un aspect normal dans la majorité des cas 
cliniques rapportés.  Des foyers hémorragiques ont été observés dans certains cas, au niveau 
des tissus conjonctifs et de la muqueuse intestinale [187] ou encore, des poumons et des 
méninges. [186] La présence d’hydrothorax [185, 186] et d’ascite a aussi été observée. [186] 
Finalement, un cas d’hydropéricarde accompagné d’œdème et de congestion pulmonaire a été 
rapporté. [185]  
Des lésions semblables à celles décrites dans les études expérimentales ont été observées à 
l’examen histologique des tissus rénaux, soient une néphrite interstitielle [187, 203] et une 
nécrose épithéliale modérée des tubules rénaux (néphrite interstitielle modérée). [186, 187, 
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203] Une fibrose interstitielle variable et une infiltration lymphocytaire compatibles avec une 
néphrite tubulo-interstitielle ont été observées dans le plus récent rapport de cas clinique 
rapporté par la littérature. [185] Au niveau hépatique, une nécrose centro-lobulaire généralisée 
a été observée. Le même rapport de cas témoignant de lésions hémorragiques pulmonaires, a 
isolé des leptospires dans le liquide thoracique, l’humeur aqueuse et les reins du chat. [186] 
 
2.4 État de porteur 
 
Tenant compte du caractère zoonotique et des répercussions néfastes potentielles vis-à-vis de 
la santé humaine, la détermination de l’état porteur chez le chat demeure un élément très 
important. Le rôle du chat dans la transmission de la leptospirose reste à déterminer. [140] Le 
chat semble être peu sensible, mais l’excrétion urinaire a été mise en évidence 
expérimentalement pour les sérovars Grippotyphosa [188], Ballum, [200] Pomona, Australis 
et Canicola [190]. 
Certaines études ont démontré que l’excrétion urinaire des leptospires chez le chat peut se 
faire de façon intermittente jusqu’à 8 à 9 semaines post-inoculation. [69, 190, 198, 202] Le 
chat peut ainsi devenir une source d’infection potentielle pour l’humain. 
Dans les infections expérimentales, l’isolation de leptospires à partir des reins de chats infectés 
après les avoir sacrifiés a été un échec. [190, 200, 202] Par contre, un PCR n’a pas été réalisé 
sur les échantillons puisque la culture était la seule méthode diagnostique directe possible à 
l’époque. De plus, l’acidité de l’urine du chat diminue la survie des leptospires chez cette 
espèce par rapport aux autres espèces. [140, 193, 198] 
En se basant sur la littérature, il est évident que le rôle de Leptospira spp. comme agent 
étiologique de la maladie rénale féline demeure à préciser. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapitre 2: Hypothèses et objectifs 
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1 Hypothèses: 
-La séroprévalence de leptospirose féline est élevée au Québec, surtout chez les chats ayant 
accès à l’extérieur et habitant en milieu rural. 
-Le chat est porteur asymptomatique et peut excréter de façon intermittente des leptospires 
dans son urine, devenant ainsi une source d’infection potentielle pour son propriétaire. 
-La séroprévalence et le statut porteur (PCR positif) de la leptospirose sont significativement 
plus élevés chez les chats atteints d’IRA ou de MRC. 
-La leptospirose féline est sous-diagnostiquée par les vétérinaires, car elle est rarement 
considérée dans le diagnostic différentiel de maladie rénale. 
2 Objectifs: 
Le but principal de cette étude était de comparer la séroprévalence et le statut porteur (PCR 
positif sur urine) pour Leptospira spp. entre des chats sains et des chats atteints de maladie 
rénale au Québec. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapitre 3 : Étude prospective sur la leptospirose féline 
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1 Article : Détermination de la sensibilité et de la spécificité 
analytiques de la technique de PCR de Leptospira interrogans 
sur l’urine de chat ensemencée 
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1.1 Résumé 
 
Contexte: La sensibilité et la spécificité analytiques de la PCR de Leptospira interrogans sur 
l’urine de chat n’ont jamais été validées. 
Objectives: Déterminer la sensibilité et la spécificité analytiques de la PCR de Leptospira 
interrogans sur l’urine de chat ensemencée. 
Matériels et méthodes: Deux pools d’urine prélevés par cystocenthèse sur des chats en santé 
ont servi à la validation du PCR. L’urine a été contaminée par les différentes souches de 
leptospires non pathogènes et pathogènes et par d’autres bactéries. La sensibilité analytique de 
la PCR a été établie à l’aide de dilutions quantifiées des souches pathogènes. Pour déterminer 
la spécificité de la PCR, quatre des souches de leptospires non pathogènes et d’autres bactéries 
ont été utilisées (E. coli O111, E.coli O157, S. aureus et B. burgdorferi) 
Résultats : Avec la technique de PCR utilisée, tous les aliquots d’urine ensemencés avec des 
leptospires pathogènes se sont révélés positifs, et ce jusqu’à la limite de détection testée, soit 
jusqu’à une dilution maximale d’environ 8.3 x 102 leptospires/ml d’urine. De façon similaire, 
la technique de PCR a su mettre en évidence tous les échantillons ensemencés par des souches 
de leptospires pathogènes, et est demeurée négative pour les souches de leptospires non 
pathogènes et les autres bactéries. 
Discussion : La validation in vitro de la sensibilité et de la spécificité analytiques a démontré 
que la technique de PCR du Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de la FMV est efficace 
pour déterminer la présence de leptospires pathogènes dans l’urine du chat. 
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1.2 Introduction 
Dans le cadre de cette étude, la sensibilité et la spécificité analytiques de la technique de la 
PCR de Leptospira interrogans sur l’urine de chat, telle qu’effectuée par le Laboratoire de 
Diagnostic Moléculaire de la Faculté de médecine vétérinaire (FMV), ont été déterminées. 
Bien que cette étape ait été validée préalablement chez le chien
1, elle ne l’avait jamais été chez 
le chat. 
La technique de PCR permet la multiplication ou l’amplification exponentielle de l’ADN 
d’une région du chromosome particulier. Cette amplification permet d’obtenir suffisamment 
d’ADN bactérien pour son analyse.1 Le seuil de détection est généralement de 10 à 100 
leptospires / ml de sang ou d'urine.
2-5
 Une PCR positive révèle la présence de leptospires 
pathogènes dans l'échantillon, mais en aucun cas elle ne permet d'identifier directement le 
sérovar. Par contre, l'analyse des produits d'amplification par fusion des courbes 
6
 par  
séquençage 
7,8 ou par électrophorèse permet de vérifier qu’un seul produit de PCR est amplifié. 
De cette façon, la PCR permet d’identifier les espèces impliquées et, dans certains cas, le 
sérovar ou génotype. 
Plusieurs tests PCR ont été développés pour permettre de détecter les leptospires sur divers 
échantillons provenant d’animaux et d’humains, mais seuls quelques-uns ont été validés 
cliniquement.
9-14
 Le Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de la FMV utilise une technique 
de PCR multiplex avec un ensemble d’amorces G1/G2 et B64I/B64II ayant déjà fait l’objet 
d’études.14-17 Ainsi, la méthode s’est révélée spécifique et sensible pour détecter les leptospires 
chez l'humain et le bovin. Le test a également été validé (validation analytique) sur l’urine de 
chien.
12
 Cai et al ont d’ailleurs démontré que l’utilisation des amorces G1/G2 et B64I/B64II 
permet de diagnostiquer l’ensemble des leptospires pathogènes.12 
 
                                                          
1
 Communication personnelle avec Dre Josée Harel, données non publiées. 
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1.3 Matériel et Méthodes 
1.3.1 Matériel 
1.3.2 Amorces 
Les amorces G1 (5’CTG AAT CGC TGT ATA AAA GT3’),et G2 (5’GGA AAA CAA ATG 
GTC GGA AG3’) amplifient un fragment d’ADN de 285 paires de bases de l’ADN de 6 
sérovars (Autumnalis, Bratislava, Canicola, Hardjo, Icterohaemorrhagiae et Pomona); tandis 
que les amorces B64-I (5’CTG AAT TCT CAT CTC AAC TC3’), et B64-II (5’GCA GAA 
ATC AGA TGG ACG AT3’) amplifient un fragment d’ADN de 352 paires de bases de 2 
sérovars (Sejroe et Grippotyphosa). 
1.3.2.1 Souches bactériennes utilisées 
Pour déterminer la sensibilité et spécificité analytiques de la technique de PCR utilisée dans le 
Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de la FMV, des souches vivantes de leptospires 
provenant du « Leptospirosis Reference Center » aux Pays-Bas ont été importées en 2012 
(Tableau VII), après avoir obtenu le permis d’importation de Santé Canada et de l’Agence 
canadienne d’inspection des aliments.   
Les souches acquises avaient une dilution rapportée initiale de 5X10
8 
leptospires/ml, bien que 
l’exactitude de la concentration bactérienne de départ n’ait pas été confirmée dans notre 
laboratoire. 
Pour déterminer la spécificité analytique de la technique de PCR, des souches de leptospires 
non pathogènes et les bactéries suivantes, provenant du Laboratoire de microbiologie de la 
FMV de l’Université de Montréal, ont été également utilisées : E. coli O111, E.coli O157, S. 
aureus, B. burgdorferi. 
1.3.2.2 Échantillons d’urine 
Deux pools d’urine prélevés par cystocenthèse sur des chats en santé ont servi à la validation 
du PCR. Le premier pool d’urine a été obtenu le 27 avril 2012 à partir de l’urine de 5 chats 
appartenant à la colonie de donneurs de sang du Centre hospitalier universitaire vétérinaire 
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(CHUV); un total de 50 ml a été récolté. Le deuxième pool d’urine a été obtenu le 2 mai 2012 
à partir de 3 chats en santé appartenant aux membres du personnel de la clinique vétérinaire 
Johannaise
2
; un total de 45 ml a été récolté. 
 
1.3.3 Méthodes 
L’ADN  a été isolé par une méthode d’extraction. Brièvement, l’extraction a eu lieu après une 
lyse de la membrane bactérienne réalisée à l’aide de chaleur. Après la lyse bactérienne, l’ADN 
a été purifié, puis a subi des réactions d’amplification enzymatique afin d’obtenir une quantité 
suffisante permettant son analyse. La présence d’un produit d’amplification a été facilement 
détectée avec la migration en gel d’agarose. 
1.3.3.1 Sensibilité analytique  
La sensibilité analytique de la technique de PCR a été établie à l’aide de dilutions quantifiées 
de 14 souches vivantes de leptospires (Tableau VII), incluant les six sérovars utilisés dans 
notre étude de séroprévalence, soient Pomona, Canicola, Hardjo, Icterohaemorrhagiae, 
Bratislava et Gripptyphosa.  De plus, la PCR a été effectuée aux jours 1, 3 et 6 sur de l’urine 
ensemencée conservée à 4
o
C pour une durée de six jours.  
Étapes pour la validation de la sensibilité analytique   
L’urine (5ml) a été mélangée avec 1 ml de culture de leptospires, pour ainsi obtenir une 
dilution bactérienne maximale de 8.3 leptospires x10
7/ml d’urine. Plusieurs dilutions 
subséquentes ont été réalisées (10
5
, 10
4
, 10
3
, 10
2
). La préparation et l’extraction d'ADN ont été 
réalisées sur chaque dilution d’urine ensemencée. Une fois le mélange de PCR pour une 
réaction préparé (50 microlitres), la migration sur gel, puis la lecture des résultats a eu lieu. 
Pour valider la sensibilité analytique selon le temps d’entreposage, les échantillons d’urine 
ensemencés avec les diverses dilutions de leptospires ont été entreposés à 4
o
C. La technique 
de PCR a été répétée sur les échantillons d’urine entreposés aux jours 3 et 6. 
                                                          
2
 354 Rue Philippe. Saint-Jean sur Richelieu.Québec. 
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1.3.3.2 Spécificité analytique 
La spécificité analytique de la PCR a été déterminée à l’aide d’urine de chat ensemencée par 
l’ensemble des souches de Leptospira pathogènes (12 souches) et non pathogènes (2 souches), 
et d’E. coli, de S. aureus, et de B. burgdorferi.  
 
Étapes pour la validation de la spécificité analytique 
La préparation et l’extraction d’ADN ont été effectuées pour chaque bactérie (E. Coli (0111, 
0157, S. aureus, B. burgdorferi, Leptospira non pathogènes et Leptospira pathogènes). 
Une fois le mélange de PCR pour une réaction préparé (50 microlitres), la migration sur gel, 
puis la lecture des résultats a eu lieu. La procédure a été répétée pour chaque bactérie. 
 
  
57 
 
1.4 Résultats 
 
Une analyse urinaire a été effectuée sur chacun des pools d’urine. Les densités urinaires 
étaient de 1,042 et 1.055, avec un ph urinaire de 6 dans les deux cas. Le reste des analyses 
urinaires était dans les limites de la normale pour les deux pools (i.e. absence de sang, 
cristaux, protéines et bactéries). 
 
1.4.1 Sensibilité  
Tous les PCR se sont avérés positifs jusqu’à la limite de détection testée, soit jusqu’à une 
dilution maximale d’environ 8.3 x 102 leptospires/ml d’urine et ce, même après 6 jours 
d’entreposage (Figure 1). 
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Figure 1. Résultats de PCR évaluant la sensibilité analytique  
 
a. Jour 1(9mai 2012) b. Jour 3 (11 mai 2012) c. Jour 6 (14 mai 2012) Bande1-6 : Dilutions. 
Bande - : contrôle négatif, Bande + : contrôle positif. À noter : Le tube #5 d’urine provenant 
du pool d’urine collecté le 2 mai 2012 et testé le jour 6 a été échappé pendant l’extraction. Un 
quart du volume a été perdu, ce qui explique l’amplification plus faible. 
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1.4.2 Spécificité analytique 
Une bande a été détectée pour toutes les souches de leptospires pathogènes testées, et aucune 
bande n’a été détectée pour les souches de leptospires non pathogènes et les souches de E. 
Coli, S. aureus, et B. burgdorferi. Ainsi, la PCR ne détecte que les souches de leptospires 
pathogènes. (Figure 2) 
 
Figure 2. Résultats de PCR évaluant la spécificité analytique 
 
Tous les résultats sont positifs, sauf les souches #1 et #4, et #16, #17 et #18, qui correspondent 
à des leptospires non pathogènes ou d’autres bactéries, respectivement.   Bande - : contrôle 
négatif, Bande + : contrôle positif. Souches testées : (Bande 1-18) 1. L. biflexa /Semaranga 
/Patoc /Patoc. 2. L. interrogans /Icterohaemorrhagiae /copenhageni /M20. 3. L. kmetyi 
/Tarassovi /Malaysia /Bejo-Iso9. 4. L. meyeri /Ranarum /Ranarum /ICF. 5. L. kirschneri 
/Grippotyphosa /Grippotyphosa type Moska /Moska V. 6. L. interrogans /Pomona /Pomona 
/Pomona. 7. L. interrogans /Autralis /Bratislava /Jez Bratislava. 8. L. interrogans / 
Icterohaemorrhagiae/Icterohaemorrhagiae/RGA. 9. L. borgpetersenii /Seijroe /Hardjo type 
bovis / Sponselee. 10. L. Interrogans / Seijroe /Hardjo type Prajitno /Hardjoprajitno. 11. L. 
interrogans  / Canicola /Canicola /Hond Utrecht. 12. L. interrogans / Icterohaemorrhagiae /Lai 
/Lai. 13. L. Borgpetersenii  / Tarassovi /Tarassovi /Perepelitsin. 14. L. interrogans / 
Autumnalis /Autumnalis /Akiyami. 15. S. aureus. 16. E. coli O111. 17. E.coli O157.  18. B. 
burgdorferi. 
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1.5 Discussion  
Dans cette étude in vitro, la technique de PCR a démontré une limite de détection <8.3 x10
2
 
leptospires/ml d’urine; de plus, seuls les leptospires pathogènes ont été détectées. Les 
publications utilisant les mêmes amorces parlent d’une sensibilité analytique de 102 
leptospires /ml d’urine. 12,14 De façon similaire, une étude réalisée sur des bovins a révélé une 
spécificité de 100%  en comparaison avec la culture pour une technique de PCR utilisant les 
mêmes amorces.
16
 En d’autres mots, toutes les souches pathogènes de leptospires ont été 
détectées, mais la PCR est demeurée négative pour l’ensemble des souches non pathogènes et 
pour les autres bactéries testées.  
Diverses raisons expliquent le choix des bactéries utilisées dans le protocole de spécificité. 
D’une part, E. coli est de loin la bactérie la plus courante isolée lors d’infection du tractus 
urinaire, de maladie rénale chronique et de pyélonéphrite. 
18-22
 Il est donc essentiel de s’assurer 
qu’elle n’interfère pas avec la technique PCR employée dans le cadre de notre étude principale 
traitant du statut sérologique et de porteur (PCR urinaire) de Leptospira spp. entre des chats 
sains et des chats atteints de maladie rénale. D’autre part, B. burgdorferi a été sélectionnée en 
raison de sa similitude morphologique avec les leptospires.  
Bien que cette validation du PCR demeure une étude in vitro, elle démontre que la PCR 
effectué dans le Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de la FMV est précis pour détecter le 
matériel génétique des leptospires dans l’urine acide des carnivores. En effet, l’acidité 
naturelle de l’urine des carnivores dans les conditions usuelles peut produire une inactivation 
rapide des leptospires; ce qui peut rendre difficile la mise en évidence des leptospires par 
d’autres tests usuels comme la culture. 23 Une étude de sensibilité effectuée sur 79 patients 
positifs pour la leptospirose a démontré que la technique de PCR utilisant les amorces G1/G2 
et B64-I/B64-II est plus sensible par rapport à la culture, soit de 50% versus 35%. 
15
 Une autre 
étude rapportant 71 patients positifs pour la leptospirose a démontré une sensibilité de 62% 
pour la PCR comparativement à 48 % pour la culture dans des échantillons de sérum, et de 
50% versus 35 % respectivement dans des échantillons d’urine. 14 Par contre, la technique de 
PCR dite classique est jugée moins sensible et moins spécifique que la PCR en temps réel; une 
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étude récente a démontré des sensibilité et spécificité pour la PCR en temps réel, 
comparativement à la culture, qui fluctuent entre 96.4% et 99.5%, respectivement.
24
 
Le principal avantage du test de PCR par rapport à la sérologie, mis à part l’obtention des 
résultats dans la phase aigüe de la maladie, 
25
 est la capacité d’identifier les porteurs 
chroniques.
26
  Par contre, un PCR urinaire négatif n’élimine pas la possibilité que l’animal soit 
un porteur rénal chronique. Ce résultat négatif peut simplement être dû à l’excrétion urinaire 
d’un nombre insuffisant de leptospires pour en permettre la détection,27 ou encore à une 
excrétion intermittente, laquelle a été déjà documentée chez le chien. 
26,28 
Limites : 
Cette validation comporte une limite majeure, puisque la concentration de leptospires n’a pas 
été quantifiée dans notre laboratoire par un comptage bactérien en parallèle à la PCR. Une 
approximation a été faite en tenant en compte la dilution initiale rapportée de 5X10
8 
leptospires/ml. 
 
1.6 Conclusion   
En conclusion, la validation in vitro de la sensibilité et de la spécificité analytiques a démontré 
que la PCR du Laboratoire de Diagnostic Moléculaire de la FMV est efficace pour déterminer 
la présence de leptospires pathogènes dans l’urine du chat. Les résultats nous ont permis de 
compléter notre étude principale sur la séroprévalence et l’excrétion urinaire de Leptospira 
spp. chez le chat au Québec. 
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1.8 Tableau 
 
Tableau VII. Souches de leptospires non pathogènes et pathogènes utilisées pour la 
détermination de la sensibilité et/ou de la spécificité analytiques de la technique de PCR 
étudiée. 
Leptospires non pathogènes Leptospires pathogènes 
 
L. biflexa (Patoc1) L. interrogans (Pomona) 
L. meyeri (Semaranga) L.interrogans (Copenhageni) 
 
L. interrogans (Bratislava) 
 
L. interrogans (Icterohaemorrhagiae) 
 
L. borgpetersenii (Seijroe) type bovis et 
Prajitno 
 
L. interrogans (Canicola) 
 
L. borgpetersenii (Tarassovi) 
 
L. interrogans (Autumnalis) 
 
L. kirschneri  (Grippotyphosa) 
 
L. kmetyi  (Tarassovi) 
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2 Article: Feline leptospirosis: serologic and urinary PCR survey 
in healthy cats and in cats with kidney disease 
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2.1 Abstract 
Background: Although serologic evidence of feline exposure to Leptospira spp. exists, clinical disease 
is rarely reported in cats.  
Objective: To compare the seropositivity and urinary PCR status for Leptospira spp. between healthy 
(H) cats and cats with kidney disease (KD), to determine the serovars involved, and to evaluate 
potential risk factors.  
Animals: The study included 240 cats.  
Methods: Cats were classified based on physical examination, complete blood count, serum 
biochemistry profile and urinalysis (125 H and 115 KD cats). Leptospira spp. serology (titers ≥ 1:100 
considered positive) and urinary PCR were performed for all cats. Data assessing risk factors, obtained 
from a questionnaire, were evaluated using logistic regression models.  
Results: The seropositivity for Leptospira spp. was statistically different between groups: 7.2% and 
14.9% in the H and KD, respectively (P = .05); but the proportion of PCR positive cats was not. Based 
on antibody testing, the most common serovars involved were Pomona (n=16) and Bratislava (n=8).  
Identified risk factors for seropositivity included outdoor and hunting lifestyles (P = .03 and P < .001, 
respectively), the presence of another cat in the household (P < .01), and the sampling period (P < .05), 
with the greatest number of cases identified between June and August. 
Conclusions: Seropositivity was significantly greater in KD cats, suggesting that the role of Leptospira 
spp. in feline KD may be underestimated. The detection of urinary shedding of leptospires in several 
cats highlights their potential role in disease transmission. 
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2.2 Introduction 
Leptospirosis, which is caused by infection with pathogenic Leptospira species, is the most widespread 
zoonosis worldwide, and it has been found in almost all species of mammals examined.
1,2
 In cats, the 
seroprevalence varies from 4.8% to 35% depending or the geographical location and the diagnostic 
methods used.
3-13
 Although serologic evidence of feline exposure exists, clinical disease is rarely 
reported and little information is known about leptospirosis in cats and its clinical significance. 
Experimental studies have proven that cats can shed leptospires in their urine intermittently for several 
weeks post-inoculation, thereby becoming a potential source of infection for humans.
14-16
  
Kidney disease (KD) has a major impact on the health of cats.
17,18
 Although many cats with an outdoor 
lifestyle are in close contact with potential reservoir hosts for leptospirosis (mice and rats),
19
 the role of 
Leptospira spp. as an etiologic agent for feline KD has not been determined.
6,19,20
 Most experimental 
studies suggest that cats are resistant to acute leptospirosis,
14-16
  yet the description of some clinical 
cases proves that leptospires can be pathogenic to this species, causing mainly kidney
21-23
 and liver 
damage.
22,24
 In addition, a serologic study conducted in France found a statistical relationship between 
cats presenting with polyuria and polydipsia (PU/PD) and seropositivity for Leptospira spp.
6
 In that 
study, 14/16 PU/PD cats were seropositive versus 32/80 without PU/PD.  However, the long-term 
impact of infection on the renal function of cats is unknown as the longest experimental study lasted 
only 84 days.
15
 
The aim of this study was to compare the seropositivity and the urinary PCR status for Leptospira spp. 
between healthy cats (H) and cats with KD (both acute kidney injury (AKI) and chronic KD),
a,25
 and to 
determine the serovars involved in Quebec, Canada. In addition, factors potentially influencing the 
seropositivity and PCR status for Leptospira spp. were evaluated, e.g. age, sex, outdoor access, 
multipet households, a rural versus urban environment, contact with wildlife, and seasonality of 
sampling. Finally, among KD cats, several parameters were evaluated for their potential influence on 
the seropositivity and/or PCR status, including pertinent hematology, serum biochemistry and 
urinalysis parameters and the type of KD (i.e. AKI versus CKD of various stages). 
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2.3 Materials and Methods 
2.3.1 Case selection criteria 
The study was approved by the Université de Montréal Animal Care and Use Committee based on the 
Institutional Ethics Committee Guidelines provided by the Canadian Council on Animal Care. Healthy 
cats and cats with KD of unknown etiology were recruited from January 2010 to March 2012 from the 
client population of the Centre Hospitalier Universitaire Vétérinaire of the Université de Montréal, and 
from three local private veterinary clinics
b
, until the calculated sample size was attained for each group. 
Final classification between the H and KD groups was based on physical examination by a 
veterinarian, complete blood count (CBC), serum biochemistry profile and urinalysis results. Only 
azotemic cats with a urinary specific gravity < 1.035, with or without clinical signs, were assigned to 
the KD group, i.e. AKI or CKD and sub-categories (CKD stage IIb, III or IV).  Therefore, some cats 
initially thought to be healthy were re-classified in the KD group. Cats suffering from KD of a known 
etiology (eg.: exposure to a nephrotoxin, urinary tract obstructions, ureterolithiases, neoplasia, etc.) 
were excluded from the study. Similarly, breeds with a high risk of congenital KD (eg: polycystic 
kidney disease (PKD) in Persian, Exotic, Himalayan and Oriental cats, and renal amyloidosis in the 
Abyssinian, Somali, Siamese and certain Oriental breeds) were excluded unless a renal ultrasound 
(PKD) or a DNA test had been performed to exclude these diseases. Finally, cats having received 
antibiotics in the three months prior to the study were excluded. 
Following signed informed owner consent, a physical examination was performed, and blood (5 ml) 
and urine (5 ml via cystocentesis) were collected for analysis.  Other pertinent information, such as 
home address, age, sex, outdoor access with or without likely contact with wildlife, rural versus urban 
environment and the presence of other pets in the household were obtained by means of a 
questionnaire. The date of sample collection was recorded. 
2.3.2 Sample size determination 
Based on results obtained in a preliminary survey
13
 and previously published data
6
 , the sample size by 
group (H, KD) was estimated on the basis of an assumed prevalence of positive MAT of 25% and 48% 
per group, respectively.  Sample sizes were calculated for seroprevalence estimation in each group 
(95% confidence level, 10% precision) and for comparison of seroprevalence between groups (95% 
confidence level, 80% power). For both groups, the largest sample size estimated was used, resulting in 
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a minimum of 96 cats per group. Additional cats were recruited to offset the group change of several 
cats (H versus KD) once the blood work and urinalysis results were available. 
2.3.3 Procedures 
CBC, serum biochemistry profile and urinalysis: 
A CBC, serum biochemistry profile and urinalysis were performed on every cat enrolled in the study.  
Microscopic agglutination test (MAT)  
The MAT were performed by the Quebec government veterinary diagnostic laboratory (LEPAQ)
c
. The 
serum samples were frozen and sent once a month for analysis. The samples were tested for specific 
antibodies against Leptospira interrogans serovars Pomona, Canicola, Hardjo, Icterohaemorrhagiae 
and Bratislava, and for L. kirshneri serovar Gripptyphosa. Titers ≥1:100 were considered positive. In 
seropositive cats, the serovar with the highest titer was identified.  
Polymerase chain reaction assay (PCR) for Leptospira spp. 
One to two ml of urine collected by cystocentesis was used to perform PCR in all cats. The 
urine samples were refrigerated and processed within 72 hours of collection by the Laboratoire 
de Biologie Moléculaire of the Université de Montréal, using G1 and G2 and B64-I/B64-II 
primers, which can amplify a 285-bp DNA fragment from  L.interrogans serovars Pomona, 
Canicola, Hardjo, Icterohaemorrhagiae, Automnalis and Bratislava, and a 352-bp fragment 
from the DNA of L.interrogans serovar Sejroe and L.kirshneri serovar Gripptyphosa, 
respectively, as previously described.
26,27 
A positive result was considered to reflect urine 
shedding.
28
  
 
2.3.4 Statistical Analysis 
Prevalence estimation 
For both laboratory assays (MAT, PCR), the prevalence of positive cats with 95% confidence intervals 
(CI) was estimated separately for H and KD groups. The CI were adjusted for the clustered sampling 
design, i.e. accounting for cats living in the same household. The Surveyfreq procedure of SAS version 
9.3 was used for estimation. 
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Risk factor analyses 
All potential risk factors collected by means of a questionnaire and geographical analyses were 
categorized and are presented in Table i. For the geographical analyses, the home address of each cat 
owner was converted into geographical coordinates using the GeoPinpoint software version 2011.3 
(DMTI Spatial) and then manually validated. The population density within an 80 meter radius of the 
cat’s home, which represents the standard roaming territory of cats29,
 
was estimated using data from 
Statistics Canada 2011 census
d
. The Euclidean distance between the cat’s home and the nearest farm 
was estimated for swine, bovine (dairy and/or beef cattle) and small ruminants (sheep and/or goat). The 
centroid of the farm lot where animals were housed was used for the calculation, based on 2007 data 
obtained from the MAPAQ
e
. This database was updated voluntarily by farmers until 2010 (e.g. newly 
registered enterprises, farming cessation, change in production type). All spatial analyses were done in 
ArcInfo version 9.3 (ESRI Inc.). 
Generalized estimating equations (GEE) logistic regression was used for modeling.  An exchangeable 
correlation structure was used in the model to account for a possible correlation in the predicted 
outcomes among cats residing in the same house. Investigated outcomes were the MAT status (positive 
vs. negative) and PCR status (positive vs. negative). Potential risk factors were first tested individually 
in a model including the intercept and the group (H vs. KD). Variables with a P-Value ≤ .25 (Wald test 
for the overall significance of the variable) were considered for inclusion in a full model. In the 
presence of co-linear variables based on biological knowledge and data exploration, only the one with 
the smallest P-Value was selected. A backward procedure was then used for final model selection, with 
P > .05 as criterion for rejection. Alternative models were explored by considering other variables 
previously rejected for co-linearity issues. Odds ratios with 95% confidence intervals and predicted 
probabilities were used to present the results. Analyses were performed using the Genmod procedure of 
SAS version 9.3. 
Associations with indicators of disease severity 
For the KD group, selected hematology, serum biochemistry and urinalysis variables (i.e. PCV, platelet 
count, hepatic enzyme activities (ALP, ALT, GGT) and total bilirubin concentration, as well as urine 
specific gravity, presence of proteinuria and glucosuria and their respective concentrations) were 
compared between the seropositive and seronegative cats using the Wilcoxon test. The association 
between KD types (AKI vs.  CKD) or CKD IRIS stages, and MAT or PCR status was tested using the 
exact Chi-square test. Analyses were performed in SAS version 9.3.  
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2.4 Results 
A total of 251 cats were recruited, 11 of which were excluded for one of the following reasons: 
receiving or having received antibiotics in the previous three months (n=9), presence of a urinary tract 
infection in one H cat and diagnosis of obstructive nephrolithiasis in one KD cat. Therefore, 240 cats 
belonging to 194 families (mean value of 1.24 cats per family; range of 1-10 cats) were enrolled in the 
study: 125 H cats and 115 cats with either AKI (n=19; 16.5%) or CKD (n=96; 83.5%). Three KD cats 
were excluded from part of the statistical analysis because of missing results for MAT (n=1) or PCR 
(n=2). The mean age of the H and KD groups was 8.8 and 11.6 years old, respectively. For analysis 
purposes, the cats were divided into three age-groups: ≤ 5 years old (H= 10 cats; KD= 13 cats), 6 to 10 
years old (H= 83 cats; KD= 32 cats) and > 10 years old (H= 32 cats; KD= 70 cats). The CBC, serum 
biochemistry profile and urinalysis results are summarized in Table ii and iii for each group.  
Overall, 26 cats were seropositive and 8 were PCR positive. The seropositivity for Leptospira spp. was 
estimated at 7.2% (95% CI: 2.2-12.2) in the H group and 14.9% (95% CI; 8.3-21.6) in the KD group.  
The proportion of PCR positive cats was estimated at 1.6% and 5.3% in the H and KD cats, 
respectively.  
When considering the highest Leptospira spp. titers 19,30-36, the serovars involved were L. Pomona 
(n=16), L. Bratislava (n=8) and L. Grippotyphosa (n=1), with median titers significantly higher for L. 
Pomona (P = .04). One cat had equivalent titers for L. Bratislava and L. Grippotyphosa (titers=100). 
Detailed serology results are presented in Table iv.  
Characteristics tested for their association with the cats’ serology and PCR status are described in 
Table i, in addition to the results of the GEE models for individually tested variables. According to 
these models, the seroprevalence was higher in the KD group compared to the H group (P = .05), but 
no difference was observed between groups for the PCR status (P = .55).  It should be noted that the 
seroprevalence and PCR status did not vary significantly according to the age (P = .35 and P = .33, 
respectively) or  sex (P = .77 and P = .64, respectively) of the cats. Among the variables selected for 
the multivariate analysis, the variables “other cat in the household” and “other pets in the household” 
were strongly correlated. Only the former was included in the multivariate model.  
The final multivariate model predicting seropositivity is presented in Table v. Predicted seropositivity 
for Leptospira spp. remained statistically different between groups: 5% and 13.7% in the H and KD, 
respectively (odds ratio=2.8, P = .02). Known hunters had a predicted seroprevalence of 15.2%, 
compared to 4.5% in cats not considered hunters by their owner (P < .01). The presence of another cat 
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in the household significantly increased the risk of seropositivity for leptospirosis (P < .01), although 
the presence of a dog did not. Cats were more likely to be seropositive between the months of June to 
August compared to December to May (P = .02). A similar trend was found between the months of 
September to November compared to December to May, but did not reach statistical significance (P = 
.06).  It should be noted that the variable “hunter” selected in this model was correlated with the 
variables “outdoor access”, “contact with wild rodents” and “contact with skunks”. Thus, three 
alternative multivariate models were developed while considering only one of the above variables at-a-
time (results not shown). In all models, the variable was kept in the model if  P < .05.  
Due to the low number of PCR positive cats, no multivariate logistic regression model was developed. 
When evaluating the PCR status of cats in the GEE model for individually tested variables, only the 
variables “contact with raccoons” and “contact with skunks” were statistically significant (P ≤  .03). 
For the KD group, no significant difference was observed in the selected hematology, serum 
biochemistry and urinalysis variables, including liver enzyme activities, between the seropositive and 
seronegative cats (Wilcoxon test, P ≥ .47). For this group only the total bilirubin was statistically 
significant, with higher bilirubin concentrations, which remained within reference range, found in the 
seronegative KD cats (Wilcoxon test, P < .01).  The seroprevalence in cats with AKI was 21.1% (4/19) 
and with CKD was 13.7% (13/95), which were not statistically different (Exact Chi-square test, P = 
.48). Of the 96 CKD cats, 61 cats were classified in stage IIb (63.5%), 33 cats in stage III (34.4%) and 
2 cats in stage IV (2.0%).  The seroprevalence in cats with CKD did not vary statistically according to 
their IRIS stage (Exact Chi-square test, P = .41) and was as follows: 13.3% (8/60) for stage IIb, 12.1% 
(4/33) for stage III and 50% (1/2) for stage IV. The analysis was repeated with the type and stage of 
KD reclassified in three categories (AKI; CKD stage IIb; and CKD stage III/IV), which remained not 
associated with the seroprevalence (Exact Chi-square test, P  = .72) or with the urinary PCR status 
(Exact Chi-square test, P  = .14). 
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2.5 Discussion 
In this study, the seropositivity for Leptospira spp. was significantly greater in KD cats (14.9% in 114) 
than in H cats (7.2% in 125). Also, although it did not reach statistical significance, a tendency was 
present for increased urinary shedding of leptospires in KD cats (5.3%, i.e. 6/113) compared with 
healthy cats (1.6%, i.e. 2/125). These findings suggest that leptospirosis may be an under-diagnosed 
cause of KD in cats, but the role of Leptospira spp. in the pathophysiology of feline KD remains to be 
elucidated. For instance, cats with kidney disease could simply be at increased risk of contracting 
leptospirosis compared to healthy cats. 
The seroprevalences obtained in this study are similar to those reported in most other studies, i.e. from 
4.8-16.9%.
3-5,7,9-13
  Only two studies reported seroprevalences greater than 30%,
6,8
 but a lower cut-off 
value was utilized, i.e. antibody titers of 1:50 and 1:80, respectively. 
In this study, the seropositive cats often had extremely elevated titers, with seven out of 16 titers for 
Pomona reaching the maximal dilutions normally conducted by LEPAQ (1:6400 and 1:12800; Table 
iv). This finding differs from what is reported in the literature, including both experimental and 
epidemiological studies, as cats are thought to respond to infection with low antibody titers ranging 
from 1:30 to 1:400.
3,4,7,8,10,12
 To the best of our knowledge, less than five cats in the literature have been 
reported to have titers exceeding 1:3200.
5,11,21,37
 In addition to low serological response, cats are 
reported to rarely develop clinical leptospirosis.
21,24,38
 The very high titers identified in our study may 
reflect either a recent or active infection, or a reinfection, especially in outdoor cats. Monitoring all 
seropositive cats using paired titers would have helped better explain our results. It is possible that the 
high antibody titers corresponded to an efficient humoral response, which may explain why only 15% 
of seropositive cats were also PCR positive (Table iv). Anecdotally, we followed a 14 year old 
castrated male stage IIb CKD cat, which was both seropositive and PCR positive (initial titer for 
Pomona of 1:1600).  The cat lived with a dog, which was tested MAT and PCR negative. Following 2 
weeks of amoxicillin (22 mg/kg PO BID) and 3 weeks of doxycycline (5 mg/kg PO BID), the cat was 
PCR negative, but its antibody titers had increased to 1:3200, and remained at this titer 18 months later. 
This confirms previously reported human studies in which titers remained elevated for an extended 
period despite antibiotic treatment.
39-41
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Based on antibody testing, the most common serovars involved were L. Pomona (n=16) and L. 
Bratislava (n=8; Table iv). This finding may reflect the importance of  bovine and porcine livestock in 
the province of Quebec, which are known to be primary reservoirs of both serovars.
42-46
 Indeed, 
Quebec is responsible for 48% of the Canadian dairy production
g
 and is one of the largest pork 
exporters worldwide.
h
 However, the geographical analyses did not reveal any relationship between 
seropositive cases and the proximity of farms.  
Similar to previous studies,
16,31
 outdoor cats, notably hunters, were more likely to be seropositive, 
probably due to their increased contact with potential reservoirs of the disease. In addition, wild 
animals including raccoons and skunks, were identified as risk factors in PCR positive cats (P ≤  .03). 
The former are also known maintenance hosts of the serovars L. Pomona and L. Bratislava and may 
indirectly infect cats.
47-51
 In fact, the population of raccoons in Quebec is massive, particularly in the 
Montérégie region
52
 where most of the cats were recruited, and raccoons are known carriers of L. 
Pomona and L. Bratislava.
48-50,53
 Moreover, a recent serosurvey conducted by the MAPAQ
e
 in the area 
revealed a 56.1% seroprevalence of Leptospira spp. in 107 raccoons and 25% in 112 striped skunks, 
with the L. interrogans serovars Pomona, Bratislava and Grippotyphosa implicated most frequently. 
54
   
Interestingly, in our study the presence of another cat in the household significantly increased the risk 
of seropositivity for leptospirosis, although the presence of a dog did not. Sharing a litter box was not 
evaluated as a risk factor on its own, but may be of concern in the perpetuation of the infection.  
Based on meteorological risk factors previously described,
55,56
 the following three periods of the year 
were used for analysis: June to August, September to November, and December to May. The 
seroprevalence was statistically greater between June to August compared with December to May. The 
period between June and August corresponds to the warmest and most humid months of the year in 
Quebec. This permits the persistence of Leptospira spp. in the environment.
i,56-59
 
The risk factors identified in this study, such as an outdoor and hunting lifestyles, the likely contact 
with raccoons and/or skunks, the presence of another cat in the household and warm and humid 
weather, should prompt veterinarians to test for Leptospira spp. in cats with either AKI or CKD.  
 
The excretory status was confirmed by a positive urine PCR in eight cats, mainly in the KD group, but 
also in two healthy cats. Similarly to the chronic carrier state suggested in some healthy dogs,
60
 the 
PCR positive healthy cats identified in our study suggest that cats may be asymptomatic hosts, thereby 
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excreting leptospires in their urine and becoming  a potential source of infection for both the owners 
and the environment. While this finding raises obvious public health concerns, two studies have 
demonstrated the protective role of cat ownership in reducing the risk of infection in their owners, 
likely because of the scavenging role of cats for rodents, which are considered the main reservoir for 
humans.
51,61
 
 
Limitations: 
Limiting our study to six serovars may have resulted in some false negative serologic results,
20
 
although the seroprevalence in this study is similar, if not slightly greater than that in other studies 
reporting seroprevalence rates of 4.8-12.8%.
3,5,11
 Moreover, our study included the four most 
commonly diagnosed Leptospira serovars in domestic animals in Quebec, which are L. Pomona, L. 
Hardjo, L. Bratislava and L. Grippotyphosa.
53
 
 
Recent studies suggest that the MAT does not accurately predict the infective serovar.  This in turn 
limits our ability to infer the most likely source of infection amongst previously reported reservoirs 
based on the identification of a common serovar. In a human clinical study, the serovar with the highest 
titer was the infective serovar in only 46% of cases.
62
 A study in vaccinated dogs and dogs infected 
with leptospirosis also found considerable inter-laboratory variation in MAT results.
63
 Molecular 
typing techniques, such as real-time PCR, would have been useful in identifying  the causative serovars 
in our study.
27,28,64-67
  
 
Although the prevalence of PCR positive cats was higher in the KD group (5.3%; 6/113) compared to 
the H group (1.6%; 2/125), the difference between groups did not reach statistical significance. This is 
possibly due to the limited number of cats included in the study, which had been based on the 
preliminary serologic data, as no PCR study had previously been conducted in North American cats. 
Simultaneous PCR testing of blood and urine would have likely increased the diagnostic sensitivity.
20
 
In addition, a negative PCR result does not exclude the possibility of intermittent excretion,
28,68
 notably 
in  seropositive cats. Repeated MAT and PCR testing, particularly of seropositive cats, could have 
helped shed light on this matter, but was not performed due to both limited finances and access to the 
cats. 
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We initially intended to have age-matched groups, but were unable to do so because several 
presumably H cats had to be re-classified in the KD group once the urinalysis and blood work results 
were available. This was not surprising since CKD is a common disease in cats.
69
 For instance, a 
prospective study conducted in initially healthy geriatric cats (≥ 9 years old; median of 13 years) 
revealed that a third of them (29/95) developed azotemia within the following year of enrollment.
17
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2.6 Conclusion 
Although the precise role of Leptospira spp. as an etiologic agent of feline KD remains unclear, the 
significant difference found in the serologic status between H and KD cats suggests that leptospirosis 
may be an under-diagnosed cause of feline AKI or CKD. Based on the results of this study, 
veterinarians should include leptospirosis in their list of differential diagnoses of feline KD, notably if 
risk factors are present, such as an outdoor lifestyle, particularly if the cat is a known hunter, or is 
likely to have contact with wild animals, if another cat is present in the household, and/or there is a 
corresponding seasonality. Two asymptomatic carriers and several healthy cats with very high titers 
were identified in this study, therefore, the role of cats in the transmission of leptospirosis should be 
reevaluated, as it may in fact be underestimated. 
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2.7 Footnotes 
a
International Renal Interest Society (IRIS).  http://iris-kidney.com/   
b 
Clinics and the hospital included in the study located in the Montérégie area of Québec, Canada : 
Hôpital vétérinaire Rive-Sud, Brossard. Clinique vétérinaire Johannaise, St-Jean-sur-Richelieu. 
Clinique vétérinaire Marieville, Marieville. 
c
Laboratoire d’Expertise en Pathologie Animale du Québec (LEPAQ) of the Ministère de l'Agriculture, 
des Pêcheries et de l'Alimentation du Québec (MAPAQ).  
d
2011 Canadian population census Statistics Canada (www.statcan.gc.ca) 
e
Ministère de l'Agriculture, des Pêcheries et de l'Alimentation du Québec (MAPAQ)  
f
Data extracted from the MAPAQ May 2012 database on registered agricultural farms 
g
Annual Report, 2010, Fédération des producteurs de lait du Québec. http://www.lait.org. Dépôt légal : 
2010. Bibliothèque et archives nationales du Québec, 2011. ISSN 0841-4041.  
hMonographie de l’industrie porcine au Québec. MAPAQ. Dépôt légal : 2010. Bibliothèque et archives 
nationales du Québec, 2011. ISBN 978-2-550-59142-9. 
i
National climate data and information archive. http://www.climate.weatheroffice.gc.ca 
i
Climat-Québec.  http://www.climat-quebec.qc.ca/index.php 
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2.9 Tables  
 
Table i. Percentage of seropositive and PCR positive cats for Leptospira spp. according to 
potential risk factors 
 
Variable 
MAT PCR 
Number 
of cats 
% 
positive 
P-
Value
a
 
Number 
of cats 
% 
positive 
P-
Value
a
 
Group 
Healthy 
Kidney disease 
 
125 
114 
 
7.2 
14.9 
 
.05 
 
125 
113 
 
1.6 
5.3 
 
.55 
Time of year
b 
Sept-Nov 
Jun-Aug 
Dec-May 
 
58 
73 
108 
 
15.5 
15.1 
5.5 
 
.07 
 
 
 
58 
73 
107 
 
5.2 
1.4 
3.8 
 
.51 
 
Age (years) 
≤5 
6-10 
>10 
 
23 
114 
102 
 
4.4 
7.9 
15.7 
 
.23 
 
23 
114 
101 
 
4.3 
0.9 
4.9 
 
.33 
Sex  
Female 
Male 
 
130 
109 
 
10 
11.9 
 
.77 
 
130 
108 
 
3.8 
2.8 
 
.64 
Type of diet 
Canned 
Mixed 
Dry 
 
6 
68 
165 
 
0 
14.7 
9.7 
 
.55 
 
5 
68 
165 
 
0.0 
4.4 
3 
 
N/A
c 
Other pets in the 
household 
Yes 
No 
 
 
173 
66 
 
 
13.3 
4.6 
 
 
.03 
 
 
172 
66 
 
 
4.1 
1.5 
 
 
.17 
Other cat in the 
household 
Yes  
No 
 
 
148 
91 
 
 
15.5 
3.3 
 
 
< .01 
 
 
148 
90 
 
 
4.1 
2.2 
 
 
.20 
 
Dog in the household 
Yes 
No 
 
70 
169 
 
11.4 
10.7 
 
.36 
 
69 
169 
 
4.3 
3 
 
.94 
Rodents in the household 
Yes 
No 
 
6 
233 
 
0 
11.1 
 
N/A
c 
 
6 
232 
 
0.0 
3.5 
 
N/A
c 
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Environment 
Rural 
Urban 
42 
197 
9.5 
11.2 
.93 43 
195 
0.0 
4.1 
N/A
c 
Distance: household to 
nearest pig farms 
≤1Km 
>1Km 
 
 
7 
232 
 
 
0 
11.2 
 
 
N/A
c 
 
 
7 
231 
 
 
0.0 
3.5 
 
 
N/A
c 
Distance: household to 
nearest dairy farms 
≤1Km 
>1Km 
 
 
43 
196 
 
 
7 
11.8 
 
 
.52 
 
 
43 
195 
 
 
2.3 
3.6 
 
 
.50 
Distance: household to 
nearest goat and/or 
sheep farms 
≤1Km 
>1Km 
 
 
 
30 
209 
 
 
 
3.3 
12 
 
 
 
.29 
 
 
 
30 
208 
 
 
 
0.0 
3.8 
 
 
 
N/A
c 
Outdoor access 
Yes 
No 
 
142 
97 
 
14.8 
5.1 
 
.03 
 
142 
96 
 
5 
1 
 
.09
 
Known hunter 
Yes 
No 
 
70 
169 
 
21.4 
6.5 
 
< .001 
 
70 
168 
 
7.1 
1.8 
 
.50 
Contact with raccoons 
Yes 
No 
 
69 
170 
 
14.5 
9.4 
 
.27 
 
69 
169 
 
8.7 
1.2 
 
.01 
Contact with skunks 
Yes 
No 
 
87 
152 
 
18.4 
6.6 
 
< .01 
 
87 
151 
 
6.9 
1.3 
 
.03 
Contact with wild 
rodents 
Yes 
No 
 
 
110 
129 
 
 
16.3 
6.2 
 
 
< .01 
 
 
110 
1.6 
 
 
5.5 
1.6 
 
 
.06 
Current vaccination 
status 
Yes 
No 
 
 
132 
107 
 
 
13.6 
7.5 
 
 
.11 
 
 
131 
107 
 
 
4.6 
1.9 
 
 
.14 
a
P Value (Wald test) for the overall significance of the variable on the seropositivity. P Value < .05 
was considered statistically significant.; GEE logistic regression model including the group (H vs. KD) 
adjusted for the cluster effect. 
b
The time of year  Sept-Nov and Jun-Aug were compared to Dec-May. 
c
N/A(not available) This variable was excluded from statistical analysis due to difficulty in model 
convergence. 
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Table ii. Hematology, serum biochemistry and urinalysis laboratory values in H and KD cats. 
Laboratory 
test 
Reference 
range 
GROUP 
H (n=125
a
) KD (n=115
b
) 
Median (min-max) Median (min-max) 
 
Hematology 
  
PVC (%) 28-47 40 (22-53) 33 (18-47.8) 
Hb (g/L) 81-42 126 (12-157) 106 (54-154) 
RBC 
(*10E12/L) 
6-10.1 8.74 (5.8-11.0) 7.025 (3.9-10.2) 
WBC 
(*10E9/L) 
6.3-119.6 6.85 (3.7-24.9) 7.63 (3.0-42.4) 
Platelet 
(*10E9/L) 
156-626 252 (17-855) 281 (64-591) 
 
Biochemistry 
  
ALT (U/L) 16-63 52 (22-278) 51 (18-305) 
ALP (U/L) 0-50 24 (6-94) 20 (0-746) 
GGT (U/L) 0-10 2 (0-5) 2 (0-6) 
T. bilirubin 
(umol/L) 
0-10 6.1 (0-15) 5 (0-23.9) 
T. protein (g/L) 59.6-80.8 71 (57.8-89.0) 71.3 (41.6-91.0) 
Albumin (g/L) 26-39 30.3 (23.8-37) 30 (21.8-41.6) 
Globulin (g/L) 29-47 40.9 (29-60.5) 41.9 (11.1-66) 
A/G ratio 0.58-1.16 0.74 (0.43-1.16) 0.73 (0.37-3.64) 
SUN (mmol/L) 4.1-10.8 8.78 (4.26-16.1) 15.29 (0.39-512) 
Creatinine 
(umol/L) 
51-180 131 (68-198) 243 (144-1895) 
Phosphorus 
(mmol/L) 
0.96-1.96 1.41 (0.71-2.17) 1.59 (0.92-8.92) 
Sodium 
(mmol/L) 
145-158 151.9 (142-162) 152 (131-173) 
Potassium 
(mmol/L) 
3.6-5.3 4.40 (3.50-5.67) 4.45 (1.55-9.95) 
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Urinalysis
c 
Protein  Neg 0.3 (0-3) 0.3 (0-5) 
Blood  Neg 0 (0-250) 5 (0-250) 
USG
d
 
 
1.035-1.060 1.052 (1.035-1.060) 1.015 (1.007-1.034) 
a 
Maximum sample size, ranging from 121 to 125 depending on the assay. 
b 
Maximum sample size, 
ranging from 108 to 115 depending on the assay. 
c 
Urinalysis categorical variables. 
d USG ≥1.056 were 
set at 1.060. 
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Table iii. Percentage of H and KD cats with glucosuria, bilirubinuria and cristalluria 
 Group 
 H (%) 
(n=125)
a
 
KD (%) 
(n=115) 
Glucosuria 7.2 
0.8 
6.5 
8.7 
1.7 
4.4 
Bilirubinuria 
Cristalluria
b
 
a 
Maximum sample size, ranging from 124 to 125 depending on the assay. 
b 
Only struvites were 
identified in all cases. 
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Table iv. Individual MAT titers results of seropositive cats. 
Number of 
cats with 
similar titer 
pattern 
Serovars 
Pomona Bratislava Grippotyphosa Icterohaemorragiae 
1 ≥ 1: 12,800 - - - 
1 ≥ 1: 12,800 1: 3,200 - - 
1 ≥ 1: 12,800 1: 400 - - 
 1
a ≥ 1: 12,800 1: 100 1: 100 1: 100 
2 ≥ 1: 6,400 1: 200 - - 
 1
a ≥ 1: 6,400 1: 100 - - 
 1
a 
1: 1,600 1: 100 - - 
1 1: 800 - - - 
1 1: 400 1: 100 - - 
1 1: 400 - - - 
2 1: 200 - - - 
3 1: 100 - - - 
1 1: 100 1: 3,200 - - 
1 - 1: 1,600 1: 100 - 
 1
a 
- 1: 100 1: 100 - 
6 - 1: 100 - - 
1 - - 1: 200 - 
a
Seropositive cats also positive on urinary PCR (n=4); the remaining PCR positive cats are not 
identified in the table, as they were seronegative (n=4). Titers ≥ 1: 6,400 and 1:12,800 represent the 
maximal dilution evaluated by LEPAQ at the time the MAT was performed. All cats included in the 
study were seronegative for the serovars Hardjo and Canicola. 
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Table v. Results from multivariate logistic regression analysis predicting a positive MAT 
status in cats (n=239)
a 
Variable 
 
Odds ratio
 
Predicted-outcome(%)
b
 
Estimate 95% CI P-
Value 
Estimate 95% CI 
Group 
KD 
H 
 
2.8 
Ref. 
(1.2-6.6) 
 
.02 
 
13.7 
5.0 
 
(6.6-28.7) 
Known hunter 
Yes 
No  
 
3.4 
Ref. 
 
(1.4-8.3) 
 
< .01 
 
15.2 
4.5 
 
(6.7-33.8) 
Other cat in the household 
Yes 
No 
 
6.0 
Ref. 
 
(1.6-22.2) 
 
< .01 
 
20.3 
3.4 
 
(12.5-32.7) 
(0.1-11.7) 
Time of year 
Sept-Nov 
Jun-Aug 
Dec-May 
 
3,0 
3,6 
Ref. 
 
(0.9-11.7) 
(1.2-11.0) 
 
.06 
.02 
 
11.1 
13.5 
3.7 
 
(12.5-32.7) 
(5.8-31.5) 
(1.3-10.8) 
a 
One KD cat was excluded from this part of the statistical analysis because of missing MAT results. 
b 
The 
predicted-outcome (%) was adjusted for the other variables (mean value). 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapitre 4 : Discussion 
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Cette section traitera d’une discussion des résultats obtenus qui répondent aux principaux 
objectifs de notre étude. De plus, certains éléments de la recherche qui n’ont pas été abordés 
dans l’article, soit par manque d’espace ou simplement parce que non pertinent pour le type 
d’article, seront approfondis. 
Les résultats de l’étude montrent que la séropositivité de la leptospirose est significativement 
plus élevée chez les chats atteints de maladie rénale (14,9% de 114 chats) comparativement 
aux chats en santé (7,2% de 125 chats); ceci suggère que la leptospirose est possiblement une 
cause sous-diagnostiquée de maladie rénale chez le chat. Dans un même ordre d’idée, la 
prévalence de chats PCR positifs est également plus élevée dans le groupe maladie rénale 
(MR) (5,3% de 113 chats) lorsque comparé au groupe contrôle (C) (1,6% de 125 chats), bien 
que cette tendance ne soit pas statistiquement significative. (Tableau VIII). 
La proportion significativement plus élevée de chats séropositifs souffrant de maladie rénale  
en comparaison avec les chats du groupe C soulève la possibilité que la leptospirose joue un 
rôle dans l’évolution de la maladie rénale féline, ou simplement que la maladie rénale puisse 
prédisposer l’animal à contracter plus facilement la leptospirose. Plusieurs auteurs ont 
d’ailleurs suggéré que la leptospirose chronique puisse être la cause de néphrites spontanées 
chez le chat. [140, 191, 194, 204, 205] Nos résultats supportent en partie cette théorie, bien 
qu’ils ne puissent la confirmer. Dans l’éventualité où la leptospirose chronique progresse vers 
une maladie rénale chronique chez le chat, il reste à déterminer dans quelles circonstances le 
chat change son rôle de porteur chronique pour devenir un hôte susceptible à la bactérie. 
La séroprévalence obtenue dans cette étude est similaire aux autres études de séroprévalence 
rapportant des résultats qui varient entre 4,8 et 35%. (Tableau IV) [48, 69, 189-192, 195-197]  
Basé sur les titres sériques les plus élevés, les principaux sérovars impliqués chez les chats de 
notre étude sont Pomona et Bratislava. (Tableau IX) 
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Tableau VIII. Prévalence (%) et intervalles de confiance (IC) des chats positifs selon le test 
(MAT ou PCR) et par groupe (contrôle vs. maladie rénale) 
 Groupe C  Groupe MR 
 Nombre de 
chats 
Prévalence 
(IC 95%) 
Nombre de 
chats 
Prévalence 
(IC 95%) 
MAT 125 7,2% (2,2-12,2) 114
 a
 14,9% (8,3-21,6) 
PCR
 125 1,6%(0,3-3,7) 113
b
 5,3%(1,1-9,5) 
Méthode: Ajustement du « clustering » par famille, procédure SURVEYFREQ, SAS 9.3 
a
Une donnée manquante pour le MAT dans le groupe MR. 
b
 Deux données manquantes pour 
le PCR dans le groupe MR 
 
 
Tableau IX. Distribution des chats positifs au MAT selon le sérovar ayant le titre le plus élevé 
(n=25*) 
Sérovars Nombre de chats*  
(n=25) 
Pomona  16  
Bratislava  8  
Grippotyphosa 1  
*Un chat positif a été exclu du tableau comparatif car il possédait des titres équivalents (titres 
1 :100) pour Bratislava et Grippotyphosa. 
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Par rapport au test MAT, les dilutions obtenues étaient souvent les dilutions maximales (7/26) 
normalement effectuées par le laboratoire de référence, et ce toujours pour le sérovar Pomona 
(7/16).  Chez le chat, étant donné l’absence d’anticorps liés à la vaccination, les titres plus 
grands que 1 :100 sont habituellement considérés positifs. Ainsi, les titres obtenus dans notre 
étude sont fortement suggestifs d’une infection active. Cette trouvaille est différente de ce qui 
est rapporté dans la littérature. Cette dernière rapporte que le chat répond normalement à 
l'infection avec de faibles titres, autant dans les études expérimentales que dans les études de 
prévalence avec un intervalle des titres entre 1 :30 et 1 :400. [48, 69, 188, 189, 192, 197, 199, 
200, 202] Quoique cette réponse sérologique semble faible, elle est adéquate puisque la 
leptospirose clinique se développe rarement. [187, 188] Dans très peu d’études, un faible 
nombre de chats ont eu des titres élevés, mais ces derniers ont rarement dépassé 1:3200. [185, 
190, 195, 201]  
La réalisation de sérologies pairées, particulièrement sur les chats séropositifs, aurait aidé à 
expliquer nos résultats. Malheureusement, les titres sérologiques ont été suivis seulement chez 
7 des 26 chats séropositifs. Nous avons choisi de suivre ces chats pour diverses raisons : PCR 
positifs (n=3), titre maximal effectué par le laboratoire (n=3) et accès particulièrement facile à 
certains chats (n=3) (Tableau X).  
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Tableau X. Suivi sérologique de sept chats séropositifs  
Chats Groupe
s 
Sérovars 
impliqués
a 
PCR 
initiau
x
 
PCR 
subséquents
b 
Titres 
Initiaux 
Titres 
subséquents
c 
Antibio-
tiques
e 
1 C Bratislava - N/E 1 : 3,200 1 : 3,200 Non 
2 C Bratislava - N/E 1 : 3,200 1 : 3,200 Non 
3 C Pomona + - ≥1 : 6,400 ≥1 : 12,800 Oui 
4 C Pomona - - ≥1 : 12,800 ≥1 : 25,600d Non 
5 C Pomona + - 1 : 100 1 : 400 Non 
6 MR Pomona + - 1 : 1,600 1 : 3,200 Oui 
7 MR Pomona - N/E ≥ 1 : 6,400 1 : 3,200 Non 
a 
Basé sur le titre le plus élevé, le sérovar impliqué est demeuré le même lors de l’analyse du 
sérum pairé;  
b
PCR subséquents ont été effectués au même moment que la sérologie pairée.; 
 
c
Le sérum pairé a été réalisé entre la 4
ème
 et la 8
ème
 semaine, à l’exception du chat 6 dont le 
suivi a été fait 10 mois plus tard. 
 d
Une dilution supplémentaire a été demandé au laboratoire 
lors du suivi du chat 4; 
e
Antibiotique avec efficacité connue contre la leptospirose administré 
(suite à la sérologie pairée chez les chats 3 et 5 et lors de l’obtention de la première sérologie 
chez le chat 6)  N/E : Non effectué. 
 
Les chats séropositifs ayant fait l’objet d’un suivi ont été recrutés dans la période comprise 
entre juin et août (n=4) et celle comprise entre septembre et novembre (n=2), sauf pour le chat 
numéro 5 qui a été recruté en mars. Deux des sept chats suivis appartenaient au groupe MR. 
Tous deux souffraient de MRC stade IIb, diagnostiquée dans un cas lors de la première 
sérologie (chat 6) et plus de 6 mois précédant la première sérologie dans l’autre cas (chat 7). 
Ces deux chats allaient à l’extérieur et étaient des chasseurs connus.  
Les chats 1 et 2, dont les titres sérologiques sont demeurés inchangés, avaient été catégorisés 
comme des chasseurs connus, mais après vérification, tous deux ne sortaient plus et ne 
chassaient plus depuis plus d’un an. Ces deux cas supportent les observations faites dans 
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plusieurs articles sur la longue durée de persistance des anticorps. [121, 123, 124] Chez quatre 
chats (3 appartenant au groupe C et l’un au groupe MR), les titres ont augmentés lors de 
l’analyse du sérum pairé, supportant une infection active. [16]  
Étant donné que les sérums étaient congelés et envoyés une fois par mois au LEPAQ, nous 
avons eu un délai important entre la prise de sang et l’obtention des résultats sérologiques. 
Ceci explique pourquoi les sérums pairés ont été effectués plus de 4 semaines après le 
prélèvement initial et non 14 jours après, tel que recommandé cliniquement. Le délai explique 
également pourquoi le clinicien en charge du cas a préféré attendre les résultats d’un sérum 
pairé avant de traiter des chats en santé, même s’ils présentaient des titres élevés, donc 
suggestifs d’une infection active. Seulement trois chats ont été traités avec des antibiotiques. 
Les chats 3 et 5 ont été traités suite à la sérologie pairée, car celle-ci a démontré une 
augmentation des titres. Le chat 6, a été traité avec des antibiotiques lors de l’obtention de sa 
première sérologie. Un suivi sérologique et de PCR a été réalisé 10 mois après et a démontré 
une augmentation des titres à 1 :3200. Le résultat de la PCR était négatif. Dix-huit mois plus 
tard, un dernier suivi sérologique et de PCR a été réalisé chez le chat 6, les titres sont restés 
stables et  la PCR était de nouveau négative. Ces cas confirment aussi la longue durée de 
persistance des anticorps, bien qu’une réinfection à partir de leur environnement était 
également possible, puisque 5 des 7 chats avaient accès à l’extérieur et continuaient à chasser. 
Cette étude a mis en évidence certains facteurs de risque liés à la séropositivité et ce, suite à 
l’analyse des données recueillies par un questionnaire complété par les propriétaires au 
moment de l’examen physique (Annexe 1). Ces facteurs de risque ont été analysés à l’aide 
d’un modèle de régression logistique multivarié. Quatre variables se sont révélées 
statistiquement significatives : le groupe (C et MR), le statut de chasseur, la présence d’autres 
chats à la maison et la période de l’année.  
Les chats ayant accès à l’extérieur, mais surtout ceux avec un comportement de chasseur 
(p<0,01),  se retrouvent en contact étroit avec des réservoirs potentiels. Ce sont deux variables 
qui étaient statistiquement significatives et très corrélées dans le modèle multivarié. Plusieurs 
espèces animales peuvent servir de réservoir pour un ou plusieurs sérovars de Leptospira [36, 
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52, 135] et le chat peut se contaminer en entrant en contact avec l’urine des animaux de la 
faune ou d’autres animaux domestiques.  
Le réchauffement climatique et l’apparition plus fréquente de phénomènes climatiques 
extrêmes (inondations) sont responsables en partie de la réémergence de la leptospirose. [12] 
En plus, l’augmentation de contacts entre les animaux domestiques et ceux de la faune 
(considérés comme des réservoirs primaires de Leptospira spp) est aussi responsable de la 
réémergence de la leptospirose. En effet, l’urbanisation grandissante et l’adaptation de la faune 
aux milieux urbains peuvent favoriser les contacts entre les animaux domestiques et ceux de la 
faune. [53, 54, 206] Une enquête sérologique faite par le MAPAQ en 2007 a démontré que les 
ratons laveurs et les moufettes sont un réservoir important pour la leptospirose dans la région 
sud de la Montérégie, principalement pour les sérovars Grippotyphosa, Automnalis, Pomona 
et Bratislava. [54] En fait, au Québec, la population de raton laveurs est imposante. [207] Une 
étude faite en 1997 dans un centre récréatif de la région du Mont-Orford au Québec a 
démontré que les ratons laveurs peuvent représenter une source potentielle de contamination 
pour les humains et les animaux domestiques; dans cette étude, la séropositivité a été 
démontrée pour les sérovars Pomona, Hardjo, Bratislava et Icterohaemorrhagiae. [52] Au 
Canada, la faune sauvage représente aussi un réservoir primaire important pour la leptospirose. 
Des études montrent qu’en Saskatchewan et en Alberta, les moufettes sont aussi un réservoir 
primaire pour le sérovar Pomona. [208, 209]  
À la lumière de nos résultats, le chat se contamine possiblement suite à un contact direct ou 
indirect (contamination de l’environnement) avec les animaux de la faune, puisque les trois 
sérovars les plus fréquents dans notre étude, soit Pomona, Bratislava et Grippotyphosa, sont 
aussi les plus séroprévalents chez le raton laveur et la mouffette au Québec. [54]  
 
Les huit chats PCR positifs ont confirmé la possibilité d’un statut excréteur chez le chat; 6 
d’entre eux appartenaient au groupe MR et 2 au groupe C. La PCR positive chez les chats en 
santé suggère que les chats peuvent être des porteurs asymptomatiques, devenant ainsi une 
source potentielle d’infection pour leur propriétaire et leur environnement. Ceci rappelle le 
statut de porteur chronique suggéré chez les chiens en santé. [130] De plus, il est important de 
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souligner qu’un résultat de PCR négatif n’exclut pas la possibilité d’une excrétion 
intermittente. [80, 160]   
 
Des six sérovars inclus dans l’étude, aucun chat ne s’est avéré séropositif pour deux d’entre 
eux, soit Hardjo et Canicola.  Le sérovar Hardjo était le sérovar le plus isolé dans les cas 
d’avortement et infertilité chez la vache en Amérique du nord, [63, 65, 66] mais il n’est plus 
l’un des sérovars les plus fréquemment impliqués dans les cas de leptospirose chez le chien. 
[58] Quant à Canicola, il était l’un des trois sérovars les plus isolés dans les cas cliniques de 
leptospirose chez le chien en Amérique du nord avec plus récemment Pomona et Bratislava. 
[23, 58, 93] 
Nous tenons à réitérer que limiter le nombre de sérovars testés lors de MAT peut résulter en 
l’obtention de résultats sérologiques faussement négatifs. [16] Il aurait donc été très 
intéressant d’inclure un plus grand nombre de sérovars. Par exemple, des réactions croisées 
sont documentées entre les sérovars Autumnalis et Pomona. [2] Étant donné le nombre de cas 
séropositifs pour Pomona, il aurait été intéressant de vérifier cette problématique dans notre 
étude.  
Plusieurs études récentes chez le chien et chez l’humain suggèrent que le test MAT ne doit pas 
être utilisé pour prédire le sérovar infectieux à cause de réactions croisées. [16, 118, 126] Dans 
notre étude, cette problématique semble moins probable, puisque malgré les réactions croisées 
potentielles, le titre du 2
ème
 sérovar à être positif était toujours significativement plus bas que 
le sérovar dit infectieux.  
 
Nous avons tenté d’obtenir plusieurs informations pertinentes à l’aide d’un questionnaire 
complété par le propriétaire (Annexe 1). Lors de l’analyse des résultats, nous avons réalisé les 
limites de ce questionnaire. Certaines questions laissaient malheureusement place à plus 
d’interprétation que nous ne l’avions initialement anticipé. Par exemple, à la question “Est-ce 
que votre chat a pu être en contact avec des animaux sauvages?”, il est difficile de savoir quel 
élément permettait aux propriétaires de répondre “oui”: le simple fait d’avoir un chat allant à 
l’extérieur, le fait d’avoir vu des animaux sauvages sur leur terrain ou encore l’observation 
  
101 
 
d’un contact réel entre leur chat et la faune. À l’inverse, certains propriétaires résidant dans 
une zone hautement peuplée par des ratons laveurs et/ou des moufettes ont possiblement 
répondu « non » simplement parce qu’ils n’ont jamais personnellement observé un tel contact. 
La question aurait pu être reformulée pour diminuer la subjectivité : « Avez-vous déjà vu des 
animaux sauvages sur votre terrain? ».  De façon similaire, une section du questionnaire 
interrogeait sur la présence ou l’absence de certains signes cliniques. Hors, un nombre 
significatif de chats catégorisés dans le groupe C, i.e. avec un examen physique normal ainsi 
qu’une hématologie, une biochimie et une analyse urinaire normales, présentaient des signes 
cliniques selon leur propriétaire (e.g. vomissement, mauvaise haleine, amaigrissement, 
diminution de l’appétit, diarrhée). Cette section n’a donc pas pu être utilisée pour des fins 
d’analyse statistiques. Après réflexion, il est compréhensible qu’un propriétaire d’un chat sain 
coche « vomissement » si son chat a des vomissement occasionnels engendrés par des 
trichobézoars ou encore, « mauvaise haleine », s’il a une quantité significative de tartre ou de 
gingivite. En fait, le clinicien traitant, et non le propriétaire, aurait dû compléter cette section 
du questionnaire suite à son anamnèse.  
 
Il aurait été idéal d’inclure un plus grand nombre de chats pour évaluer le statut excréteur des 
chats et certaines variables, comme le stade de MR. Le nombre de cas inclus était basé sur des 
données préliminaires de séropositivité, [191, 197] car aucune donnée de PCR chez le chat 
n’est disponible. Bien que des chats de tous les stades de MRC et des chats avec IRA aient été 
recrutés (Tableau XI), aucune relation statistiquement significative n’a été mise en évidence 
entre le stade de la maladie rénale et la séropositivité.  
Il est à noter que les chats avec une maladie rénale de stade I ont été exclus du groupe MR à 
cause de la difficulté à établir avec certitude le diagnostic. En fait, dans un stade précoce de 
maladie rénale, la capacité de concentrer l’urine peut être affectée, mais l’azotémie n’est pas 
encore présente. Pour pouvoir inclure ces chats dans l’étude, des tests plus spécifiques (e.g. 
détermination de la filtration glomérulaire) auraient été nécessaires. 
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Tableau XI. Distribution (nombre et pourcentage) des chats avec maladie rénale (n=115), 
selon le type et le stade 
 Nombre de chats  Pourcentage (%) 
IRA 19 16,5 
MRC stade IIb 61 53 
MRC stade III 33 28,7 
MRC stade IV 2 1,8 
IRA : Insulte rénale aiguë. MRC : Maladie rénale chronique 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Conclusion 
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Cette étude a démontré que les chats atteints de maladie rénale étaient plus souvent 
séropositifs que les chats en santé. Ceci soulève la possibilité que la leptospirose féline soit 
sous-diagnostiquée par les vétérinaires, car elle est rarement considérée dans le diagnostic 
différentiel de maladie rénale. Cette étude poussera les vétérinaires à investiguer pour la 
leptospirose sur une base plus régulière les chats atteints de maladie rénale.  
Bien que cette étude ait démontré une séroprévalence significativement plus élevée chez les 
chats souffrant de maladie rénale, d’autres études seront nécessaires dans le but de vérifier le 
rôle exact de Leptospira spp. dans le développement et l’évolution de la maladie rénale féline. 
Par exemple, une étude prospective idéale pourrait effectuer un suivi sérologique annuel à bi-
annuel chez des chats séropositifs en santé, en combinant la sérologie à une PCR en temps réel 
au niveau urinaire et sanguin, tout en suivant les signes d’apparition de maladie rénale; des 
chats séronégatifs en santé pourraient servir de groupe contrôle. Ceci faciliterait 
l’interprétation du comportement des titres sérologiques.  Suite au décès des chats, une 
nécropsie complète avec analyse des lésions histopathologiques serait également intéressante 
pour évaluer l’existence des lésions au niveau rénal et/ou hépatique. 
Au niveau de l’aspect santé publique, notre étude a démontré que certains chats sont 
effectivement porteurs asymptomatiques, ils peuvent excréter des leptospires dans leur urine et 
devenir ainsi une source d’infection potentielle pour leur propriétaire et pour l’environnement. 
Étant donné le très faible pourcentage d’excréteurs, les chats devraient faire partie des 
éléments d’enquête lors d’un cas humain de leptospirose.  
.
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Annexes 
  
 
 
Annexe 1: Questionnaire 
Date:  
Poids du patient (Kg):
Vétérinaire référant  :
Type d’alimentation :
Nourriture sèche
Nourriture humide Mélange des deux    
Est-ce que votre animal est sur une diète rénale? Oui___    Non___
Si oui, laquelle? 
Est-ce que les vaccins de votre animal sont à jour?
Date de la dernière vaccination : ____________________
Est-ce que votre chat sort à l’extérieur?
oui
non
Parfois
Est-ce que votre chat chasse?  Oui _____ Non_____ Je ne sais pas_____
Avez- vous d’autres animaux à la maison? Oui ____ Non_____
Si oui, précisez l’espèce et le nombre:
Chat Oiseau Souris
Chien Furet Rat
Hamster Gerbille Autre?
Cochon d'inde Lapin
Habitez-vous dans une zone :
Urbaine     Rurale Semi Rurale
RÔLE DE LEPTOSPIRA spp COMME AGENT ÉTIOLOGIQUE 
Faculté de médecine vétérinaire
Université de Montréal
Marie-Claude Blais, DMV, DACVIM, professeure adjointe en médecine interne
DE L’INSUFFISANCE RÉNALE FÉLINE
Département des sciences cliniques
Catherine Lapointe, DMV, DACVIM, clinicienne en urgentologie
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Il y a-t-il des fermes à moins d’un kilomètre de votre domicile? Oui Non
Si oui, de quelle production animale s’agit-il?:
Porc Vache Lapin
Cheval Autre?
Est-ce que votre chat a pu être en contact avec les animaux suivants?
Raton laveur Campagnol Mouffette
Rat Souris Autre?
Est-ce que votre chat souffre d’insuffisance rénale?
Oui Non Je ne sais pas
Si oui, la maladie rénale a été diagnostiquée il y a combien de temps  :
< 15 jours 15 jours-1 mois 1-3 mois 3- 6 mois >6 mois
Est-ce que votre chat présente ou a présenté les signes suivants?
Augmentation de la consommation d’eau  
Augmentation de la production d'urine    
Diminution de l'appétit 
Perte de poids  
Mauvaise haleine
Vomissements Si oui, précisez la fréquence:_____________
Diarrhée  
Abattement, léthargie 
Est-ce que il reçoit des médicaments?  Oui Non
Si oui, lesquels :
Oui Non
Connaissez-vous son statut FIV- FeLV ? Oui Non
Si oui, precisez son statut et la date du dernier test de dépistage :
FIV : Positif Négatif Date du dernier test : ____
FeLV :        Positif Négatif
Est-ce que votre chat a reçu des antibiotiques dans les 3 derniers mois?
i 
